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Dans les cellules eucaryotes, les extrémités des chromosomes linéaires sont protégées par une 
structure nucléoprotéique, appelée télomère. Un télomère non fonctionnel peut induire des 
réarrangements de chromosomes et d’instabilité génomique, et ainsi, contribuer au 
vieillissement ou au développement de cancers. L’instabilité génomique est initiée par une 
réparation nuisible des extrémités chromosomiques, dont certains aspects sont régulés par la 
principale kinase du cycle cellulaire, Cdc28 (ou Cdk1 pour Cyclin dependant kinase 1), chez 
Saccharomyces cerevisiae. Par exemple, la déstabilisation des télomères induite par 
l’inactivation de la protéine Cdc13, une des protéines de la coiffe protectrice du télomère, 
conduit à la résection extensive et non contrôlée des extrémités des chromosomes, promue par 
la kinase Cdc28. 
 
 
La kinase Cdc28 n’est pas en mesure d’accomplir ses fonctions par elle-même; elle est activée 
à l’aide d’une de ses neuf différentes sous-unités auxiliaires, appelées cyclines. Les cyclines 
sont non seulement responsables pour activer, mais aussi pour guider la kinase vers de substrats 
spécifiques lors l’exécution de ses nombreuses tâches. Alors, l’objectif des travaux de maîtrise 
fut de définir la contribution des sous-unités individuelles de cyclines, dans la dégradation des 
télomères non fonctionnels. Suite à la déprotection contrôlée des télomères par l’inactivation de 
la protéine Cdc13, l’effet des délétions de trois groupes de cyclines, cyclines précoces de la 




En fonction des résultats obtenus, aucune simple délétion de cyclines de la phase S ne semble 
avoir un effet sur la dégradation des télomères. En général, les résultats pour les doubles 
délétions sont cohérents avec les observations faites avec les simples délétions, sauf que 
 ii 
certaines doubles délétions de cyclines de la phase S combinée avec l’allèle cdc13-1 ont 
montrées une croissance détériorée et une accumulation plus élevée d’ADN sb aux télomères 
que les contrôles pertinents. Pourtant, aucune de ces doubles délétions ne supprime le phénotype 
de thermosensibilité d’allèle cdc13-1. Cependant, la viabilité des cellules cdc13-1 contenant de 
triples délétions de S cyclines est gravement compromise par rapport au contrôle, les 
cellules cdc13-1, à une température semi-permissive, malgré que les niveaux de l’AND sb aux 
télomères et l’activation de la DDR sont comparables à ceux du contrôle. Il est proposé que ceci 
pourrait refléter un effet combiné des délétions de cyclines et de Cdc13 sur la réplication ou, 
encore, une limitation de la technique utilisée pour la détection de l’ADN sb. À l’aide de 
l’expression contrôlée de Clb5, l’effet d’élimination de toutes les cyclines de la phase S a pu 
être étudié. Les résultats démontrent que la résection aux télomères et l’activation de la DDR 
suite à la déprotection ne sont pas réprimées en absence de toutes les cyclines de la phase S. Ces 
résultats suggèrent que les cyclines mitotiques sont probablement responsables pour 
l’accumulation d’ADN simple brin observée aux télomères déprotégés, mais l’expérimentation 
pour confirmer ou écarter cette possibilité n’était pas réalisée durant le terme de cette maîtrise.  
 
 
Un deuxième objectif de mes travaux de maîtrise fut la mise au point dans notre laboratoire 
d’une technique basée sur la PCR quantitative qui permet de quantifier l’ADN simple brin et de 
suivre la dynamique de la résection aux télomères non fonctionnels, appelée QAOS (d’anglais 
Quantitative Amplification of Single-stranded DNA). La technique QAOS qui a été mise au 
point lors de ma maîtrise nous a permis de confirmer les résultats obtenus par la technique de 
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1.1 LES TÉLOMÈRES 
 
 
Les extrémités des chromosomes linéaires eucaryotes ont été décrites pour la première fois par 
H. J. Muller et B. McClintock chez la drosophile et le maïs, respectivement. Dès 1938, Muller 
a pu démontrer que les extrémités des chromosomes interagissaient rarement avec les extrémités 
de cassures induites par des radiations (Muller, 1938). Ainsi, il proposa que les extrémités des 
chromosomes possèdent une structure particulière, qu’il nomma «télomère» à partir des mots 
grec telos (fin) et mere (segment). Il définissait alors les télomères non pas comme une extrémité 
physique, mais comme un gène terminal ayant une fonction particulière à l’extrémité du 
chromosome. Dans un même temps, McClintock, qui observait le devenir de cassures d’ADN 
double brin (CDB) induit par radiation durant la division méiotique, a pu démontrer que les 
extrémités des chromosomes «cassés» fusionnent régulièrement avec les chromatides sœurs, 
menant à des cycles de cassures/fusions/ponts presque toujours associés à des pertes de 
séquences télomériques au niveau des points de jonction (McClintock, 1939). Ainsi, elle 
distingue les chromosomes altères des chromosomes normaux selon l’existence ou non de 
cycles d’instabilité. Les travaux de Muller et de McClinctock suggèrent que les extrémités de 
chromosomes altérées ressemblent à des CDB et que des mécanismes essentiels permettant la 
distinction entre CDB et télomères. Ainsi, l’absence d’un tel mécanisme ou une altération de la 
structure des télomères peuvent occasionner à des fusions, des pertes ou gains de télomères et 
d’échanges réciproques ou non entre ces séquences, qui conduisent à des cycles d’instabilité 
génomique. Ainsi, dès le début du siècle, les extrémités des chromosomes sont jugées 
indispensables au maintien de l’intégrité des chromosomes.  
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Les télomères sont des structures nucléoprotéiques, localisées à l’extrémité des chromosomes 
eucaryotes linéaires, composées de séquences répétées d’ADN particulières et leurs protéines 
associées. Leur rôle principal et indispensable est de permettre aux cellules de pouvoir 
distinguer entre les extrémités naturelles des chromosomes et des extrémités d’ADN provenant 
d’une CDB, qui sont normalement soumis à la réparation par recombinaison homologue (RH) 
ou à la jonction des extrémités non-homologue (JENH). Ainsi, l’organisation fonctionnelle des 
télomères à l’aide de complexes protéiques (la coiffe ou le capuchon télomérique) assurerait 
une protection contre des évènements de recombinaison inappropriés ou d’éventuelles 
dégradations par la suppression de ces deux voies de réparation d’ADN au niveau des extrémités 
chromosomiques. Cette fonction de protection aussi permet d’empêcher l’activation des points 
de contrôle ou «checkpoints» qui détectent des cassures de l’ADN (Sandell et Zakian, 1993). 
De plus, les télomères possèdent d’autres fonctions importantes dans plusieurs processus, 
comme la réplication des extrémités chromosomiques, l’organisation spatiale du noyau, la 
ségrégation des chromosomes, la recombinaison méiotique, la régulation de l’expression de 
gènes proximaux et servent de source de l’ARN télomérique intervenant à de nombreux aspects 
de la biologie des télomères (Wellinger et Zakian, 2012 ; Azzalin et Lingner, 2015). Bien que 
les fonctions principales des télomères soient conservées, la structure, la taille et la nature des 
séquences télomériques varient entre les espèces. Chez les mammifères, les télomères sont 
constitués de motifs répètes en tandem TTAGGG dont le nombre varie selon les organismes. 
Ces séquences présentent une taille allant de 5 à 15 kilobases (kb) chez l’homme et jusqu' à 80 
kb dans certaines souches de souris (Morin, 1989 ; Moyzis et al., 1988 ; Zijlmans et al., 1997). 
 
 
1.1.1 La structure et composition des télomères chez Saccharomyces cerevisiae 
 
 
La structure de l’ADN télomérique est assez bien conservée chez les différentes espèces 
d’eucaryotes étudiées jusqu’à présent. L’ADN terminal des chromosomes est composé de 
séquences courtes répétées qui sont riches en guanine/cytosine (G/C). Le brin 5’ vers 3’ à partir 
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du centromère se nomme le brin G-riche, puisqu’il est riche en guanine (figure 1.1). Ainsi, le 
brin 3’ vers 5’ à partir du centromère se nomme le brin C-riche (figure 1.1). Les répétitions 
télomériques sont bicaténaires, à l’exception de l’extrémité terminale 3’ du brin G-riche, qui 
possède une extension sous forme simple brin (figure 1.1). La longueur de cette extrémité 
simple brin varie aussi selon les espèces. Chez la levure Saccharomyces cerevisiae, les 
télomères sont constitués de répétitions télomériques, d’éléments sous-télomériques et de 
complexes protéiques. Les répétions télomérique sont composées de 300 ± 75 paires de base 
(pb) de répétitions double brin hétérogènes, ainsi que d’une extension 3’ simple brin riche en G 
(figure 1.1). En amont des répétitions télomériques double brin, on retrouve des séquences 
associées aux télomères (TAS pour Telomere Associated Sequences) aussi connus sous le nom 
des éléments sous-télomériques. Chez S. cerevisiae, les séquences sous-télomériques sont 
composées de deux classes d’éléments: les éléments X et Y’ (Chan et Tye, 1983a ; Chan et Tye, 
1983b ; figure 1.1). Les éléments X sont présents sur tous les télomères, tandis que les Y’ se 
retrouvent sur la moitié des extrémités chromosomiques. À la différence des séquences 
télomériques, les séquences sous-télomériques sont fréquemment soumises à la recombinaison 
et, en conséquence, elles sont constituées de motifs répètes plus variés. Ces séquences sont peu 
conservées durant l’évolution (Chan et Tye, 1983a ; Chan et Tye, 1983b). Les régions sous-
télomériques contiennent des séquences consensus ARS (pour Autonomously Replicating 
Sequences) constituant des origines de réplication pour le télomère et l’ADN dans ces régions 
est organisé sous forme de la chromatine (Wright et al., 1992). De courtes séquences 
télomériques intervenantes se trouvent entre les éléments sous-télomériques (ITS) (Walmsley, 






Chacune des différentes régions des télomères est liée par différents complexes protéiques 
essentiels et conservés, représentés dans la figure 1.1. Au niveau de l’extension simple brin, on 
retrouve le complexe CST, composé des protéines Cdc13, Stn1 et Ten1. Les répétitions 
télomériques double brin sont liées par le complexe protéique Rap1-Rif1-Rif2. Finalement, le 
complexe yKu (YKu70-YKu80) est localisé à la jonction de l’ADN double brin et simple brin 
télomérique et/ou associé par interactions avec le complexe Sir au niveau des séquences 
télomériques double brin. (Martin et al., 1999 ; Roy et al., 2004 ; Lopez et al., 2011 ; figure 
1.1). Les complexes protéiques énumérés ci-haut ainsi que les régions qu’ils lient sont décrits 
plus en détail dans la prochaine section.  
 
 
De plus, au niveau des répétitions télomériques double brin, on retrouve aussi la famille de 
protéines Sir - Sir2, Sir3 et Sir4 (Sir pour Silent Information Regulator ; figure 1.1). Ses 
protéines sont connues pour jouer un rôle dans l’inhibition transcriptionnelle des gènes situés 




Figure 1.1 Représentation schématique de la structure et de la composition en complexes 
protéiques des télomères chez Saccharomyces cerevisiae. 
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1.1.1.1 Répétition télomérique  
 
 
Les répétitions télomériques riches en nucléotides G/C représentent un trait conservé entre les 
différentes espèces d’eucaryotes étudiées à date. Aux régions les plus distales des chromosomes, 
chez la levure bourgeonnante, on distingue environ 300 pb de répétitions télomériques 
hétérogènes, respectant le motif 5’-TG2-3(TG)1-6-3’ (plus communément dénommé TG1-3) 
(Walmsley et al., 1984 ; Shampay et al., 1984 ; Wang et Zakian, 1990). Le nombre de ces 
répétitions diminue à chaque division cellulaire. À l’aide d’une transcriptase inverse, nommée 
la télomérase (Greider et Blackburn, 1985), de nouvelles répétitions sont ajoutées à la fin de 
chaque phase S du cycle cellulaire afin que les répétitions télomérique d’environs 300 pb soient 
maintenues chez la levure. L’hétérogénéité des séquences télomériques chez S. cerevisiae 
s’explique par les divers positionnements de la matrice en ARN de la télomérase au niveau de 
l’extrémité 3’ télomérique (Förstemann et Lingner, 2001). Cette hétérogénéité de l’ADN 
télomérique permet de faire la distinction entre l’ADN télomérique nouvellement synthétisé et 
l’ADN télomérique préexistant (Wang et Zakian, 1990 ; Teixeira et al., 2004). 
 
 
Comme vu précédemment, chez la plupart des espèces eucaryotes les extrémités télomériques 
ne sont pas franches, mais possèdent une extension 3’ simple brin. Cette extension est non 
seulement essentielle pour la fonction de la télomérase qui ne peut ajouter de répétitions sur une 
extrémité franche (Lingner et al., 1995), mais aussi pour la fixation d’une protéine de la coiffe 
télomérique nommée Cdc13 (Nugent et al., 1996 ; Hughes et al., 2000 ; figure 1.1). La 
protéine Cdc13 a été identifiée auparavant lors de criblages génétiques ciblés à l’identification 
de protéines intervenant dans la régulation du cycle cellulaire (Weinert et Hartwell, 1993 ; 
Garvik et al., 1995). Ces études ont démontré le rôle de Cdc13 dans la stabilité génomique grâce 
à un allèle thermosensible, cdc13-1, générant la déprotection des télomères et entrainant le 
déclenchement d’un arrêt du cycle cellulaire en G2/M. Incubées à température non-permissive, 
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les levures possédant l’allèle cdc13-1 subissent une dégradation importante du brin 5’ riche en 
C de leurs télomères sur plusieurs kilobases par des activités nucléases (Garvik et al., 1995).  
 
 
Chez la levure bourgeonnante S. cerevisiae, une longueur de l’extension simple brin de 12 à 14 
nucléotides (nt) dans des cellules en dehors de la phase S a été mesurée à l’aide d’un essai 
utilisant d’extension d’amorce (Larrivée et al., 2004). Une autre approche se basant sur 
l’amplification de répétitions télomériques avant et après la destruction enzymatique de 
l’extension simple brin démontre qu’une grande partie des extrémités chromosomiques portent 
des queues G-riches de 5 à 10 nt (Soudet et al., 2014). Ainsi, durant la majorité du cycle 
cellulaire les extensions simple brin sont assez courtes, mais peuvent atteindre 30 à 50 nt de 
long pour une courte durée de temps à la fin de la phase S et lors de la phase G2 du cycle 
cellulaire (Wellinger et al., 1993a ; Soudet et al., 2014). L’augmentation transitoire de la queue 
G-riche n’est pas uniquement due à l’action de la télomérase, puisque cette dynamique est 
conservée même dans les cellules qui ne possèdent pas une télomérase active (Wellinger et al., 
1996 ; Dionne et Wellinger, 1998). Les extensions G-riche sont formées par la dégradation du 
brin C-riche médiée par différentes nucléases (Bonetti et al., 2009) et est contrôlée par l’activité 
de la principale kinase du cycle cellulaire, Cdc28 (Cdk1) (Frank et al., 2006 ; Vodenicharov et 
Wellinger, 2006). Il a été démontré qu’une manière possible par laquelle l’activité de Cdc28 
contribue à la création des queues G-riches est par la régulation de l’activité de certaines 
nucléases (Huertas et al., 2008 ; Bonetti et al., 2009 ; Chen et al., 2011). De plus, la génération 
de ces extensions simple brin par l’activité des nucléases dépende et est obligatoirement 
précédée par la réplication semiconservative de l’ADN (Wellinger et al., 1993a ; Dionne et 
Wellinger, 1998 ; Vodenicharov et Wellinger, 2006).  
 
 
Le maintien des répétitions télomériques et de l’extrémité simple brin est crucial pour les deux 
fonctions principales des télomères, la réplication complète des chromosomes et leur protection. 
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Plusieurs protéines qui lient à l’ADN télomérique ont pour mission de protéger l’ADN terminal 
et d’assister dans les différentes fonctions télomériques. 
 
 
1.1.1.1.1 Les protéines du capuchon télomérique 
 
 
Comme énoncé plus haut, les extrémités des chromosomes linéaires sont protégées à l’aide 
d’une structure nucléoprotéique, appelée capuchon télomérique, qui permet aux cellules de faire 
la distinction entre une CDB et les télomères. Pour fournir une protection adéquate des 
chromosomes, la longueur des répétitions télomériques devrait être maintenue par la télomérase, 




Chez la levure bourgeonnante, la coiffe télomérique est composée des complexes protéiques 
suivants: CST (Cdc13-Stn1-Ten1), Yku (Yku70-Yku80) et Rap1-Rif1-Rif2. Il a été observé que 
la perte de fonction de l’un de ses complexes conduisait à la déprotection et à la déstabilisation 
des télomères. Les télomères décoiffés sont aperçus comme une des extrémités d’une CDB, ce 
qui mène à l’activation de la voie de réponse aux dommages à l’ADN (DDR pour DNA Damage 
Response). Cette voie est responsable du déclenchement des mécanismes de la réparation 
d’ADN et l’activation de l’arrêt du cycle cellulaire. Les voies de réparation de CDB, une fois 
activées au niveau des télomères déprotégés, résultent à des conséquences indésirables comme 
la dégradation des extrémités chromosomiques, la recombinaison élevée ou la fusion des 
extrémités, ce qui nuit à la stabilité génomique. Ainsi, l’inhibition de la DDR est une 
caractéristique remarquable et essentielle de la coiffe télomérique (Lydall, 2009 ; Wellinger, 
2010). Cette propriété unique des télomères est assurée par la structure des télomères très 
conservée et des complexes protéiques ayant des fonctions analogiques à travers les espèces. 
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Dans les prochaines sous-sections, nous allons nous familiariser davantage sur les complexes 
protéiques du capuchon télomérique chez la levure bourgeonnante: le complexe Rap1-Rif1-
Rif2, le complexe Yku et le complexe CST.  
 
 
1.1.1.1.1.1 Le complexe Rap1-Rif1-Rif2 
 
 
La protéine Rap1 (pour Repressor Activator Protein1) a été initialement découverte chez la 
levure par David Shore et Kim Nasmyth pour sa capacité de réprimer ou activer l’expression 
génique (Shore et Nasmyth, 1987). Sa capacité de reconnaitre des séquences hétérogènes et de 
se lier à de nombreux endroits permet à Rap1 d’effectuer ses fonctions dans la répression et 
l’activation de la transcription de différents gènes. C’est pourquoi un faible pourcentage de cette 
protéine qui est très abondante, environ 10%, est lié aux télomères (Buchman et al., 1988 ; Lieb 
et al., 2001). Par contre, Rap1 possède une haute affinité aux répétitions télomériques double 
brin in vitro et se fixe environ à tous les vingt nucléotides (Ray et Runge, 1999 ; Gilson et al., 
1993). Ainsi, il y a environ 15 à 20 sites potentiels de fixation pour Rap1 par télomère individuel 
(Wright et Zakian, 1995). De plus, la présence de Rap1 aux télomères des cellules vivantes a 
été démontrée par immunocytochimie et immunoprécipitation de chromatine (Conrad, 1990 ; 
Lustig, 1990 ; Wright et Zakian, 1995 ; Gotta, 1996). La protéine Rap1 est composée de trois 
domaines: les domaines N-terminal, central et C-terminal. La délétion du domaine N-terminal 
est bien tolérée et n’impacte pas la croissance cellulaire (Graham et al., 1999). La partie centrale 
est essentielle puisqu’elle permet la fixation de Rap1 à l’ADN double brin grâce à la présence 
d’un double domaine Myb. Ce domaine est essentiel à toutes les fonctions de Rap1 dans la 
cellule et sa délétion est létale pour la levure (Graham et al., 1999). Enfin, la partie C-terminal 
de Rap1 est primordiale pour ses fonctions aux télomères ainsi que ses fonctions de silençage 
de la chromatine dans la régulation génique par le recrutement des protéines Sir3 et Sir4 (Moretti 
et al., 1994) qui participent aux processus de répression de l’expression génique au niveau des 
télomères, aussi appelé TPE (pour Telomere Position Effect). Le domaine C-terminal permet 
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aussi le recrutement des protéines Rif1 et Rif2 (pour Rap1 Interacting Protein), qui sont 
importantes pour la régulation de la télomérase (Hardy et al., 1992 ; Marcand et al., 1997 ; 
Wotton et Shore, 1997). La délétion de rif1 ou rif2, ou encore l’utilisation d’un allèle non létal 
de Rap1 possédant sa partie C-terminale tronquée (rap1-17) entraine un allongement des 
séquences télomériques à plus de 2 à 4 kb (Kyrion et al., 1992 ; Sussel et Shore, 1991). La 
structure cristalline des Rif1/2 liées à la protéine Rap1 a révélé que Rif1 et Rif2 possèdent des 
sites d’interaction indépendants dans le domaine C-terminal de Rap1, permettant de relier les 
molécules individuelles de Rap1 à grande distance (Shi et al., 2013). Cette étude a identifié les 
domaines dans Rif1 et Rif2 permettant la tétramérisation de Rif1 et la polymérisation de Rif2, 
ainsi stabilisant la liaison de Rap1 aux répétitions télomériques et reliant les molécules voisines 
de Rap1 pour établir la structure de la coiffe télomérique.   
 
 
Finalement, le complexe Rap1-Rif1-Rif2 est important pour la protection des télomères de 
manière indépendante de la réplication d’ADN, contrairement à la fonction protectrice du 
complexe CST. Rap1 et sa protéine associée, Rif2, sont plus nécessaires à l’inhibition de fusions 
des télomères par des mécanismes de réparations comme la JENH (Marcand et al., 2008), ainsi 
que la suppression de la résection excessive des extrémités (Bonetti et al., 2010 ; Vodenicharov 
et al., 2010). Rap1 et Rif2 sont connu pour avoir un rôle à empêcher l’association du 
complexe Tel1 / MRX aux télomères (Hirano et al., 2009 ; Bonetti et al., 2010 ; Fukanaga et 
Sugimoto, 2012 ; Fukunaga et al., 2012). Le complexe hétérotrimérique de MRX, composé des 
protéines Mre11, Rad50 et Xrs2, sert à la fois dans la reconnaissance des cassures double brin 
et dans l’activation de la DDR (Boulton et Jackson, 1998 ; Nugent et al., 1998 ; Ritchie et Petes, 
2000 ; D’Amours et Jackson, 2001 ; Grenon et al., 2001). D’autre part, il a été observé que Rif1 
est important à maintenir la viabilité des cellules cdc13-1 (Addinall et al., 2011 ; Anbalagan et 
al., 2011). L’ensemble de ses résultats suggerent que les protéines Rif1 et Rif2 sont distinctes 




1.1.1.1.1.2 Le complexe Yku 
 
 
Le complexe hétérodimérique Ku, Yku chez la levure, est composé de deux protéines Yku70 et 
Yku80 et s’agit d’un second complexe faisant partie de la coiffe télomérique (Boulton et 
Jackson, 1996 ; Porter et al., 1996 ; figure 1.1). C’est un complexe essentiel dans la 
reconnaissance et la réparation des CDB par la JENH. Son implication aux télomères n’est pas 
à première vue évidente, étant donné son rôle connu aux télomères dans la suppression de cette 
voie de réparation des CDB. Yku semble se lier aux extrémités télomériques soit par fixation 
directe à l’ADN, de la même manière que le complexe se lie aux extrémités des CDB, ou bien 
par association indirecte à la chromatine aux régions sous-télomériques par sa capacité 
d’interagir avec la protéine Sir4 (Martin et al., 1999 ; Roy et al., 2004).  
 
 
Le complexe Yku est requis pour des fonctions très variées aux télomères, incluant leur 
localisation adéquate au niveau de la périphérie nucléaire, leur protection contre la dégradation 
et la recombinaison, la répression de l’expression de gènes situés près du télomère, le 
recrutement de la télomérase et la régulation d’ajout d’un nouveau télomère suite aux cassures 
d’ADN (Fisher et Zakian, 2005). La protéine Yku80 s’associe avec la composante ARN de la 
télomérase, une interaction possiblement impliquée dans le recrutement de la télomérase aux 
télomères (Peterson et al., 2001 ; Stellwagen et al., 2003 ; Fisher et al., 2004) ou dans le 
transport intracellulaire de la télomérase (Gallardo et al., 2008 ; Gallardo et al., 2011). D’autre 
part, le complexe Yku est aussi impliqué dans le maintien des répétitions télomériques puisque 
la délétion d’un de ces membres conduit au raccourcissement des télomères et l’accumulation 
d’ADN simple brin (Porter et al., 1996 ; Boulton et Jackson, 1996 ; Gravel et al., 1998). En 
effet, la délétion yku entraine la formation d’une longue extension 3’ simple brin pouvant 
atteindre environ 100 pb aux extrémités télomériques tout le long du cycle cellulaire, ainsi 
démontrant le rôle du complexe Yku dans la protection des extrémités des chromosomes contre 
l’activité des nucléases (Gravel et al., 1998). Plus précisément, ce complexe bloque les 
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nucléases durant la phase G1 et constitue une voie parallèle et indépendante de la fonction du 
complexe CST dans la suppression de la dégradation des télomères (Vodenicharov et Wellinger, 
2007 ; Bonetti et al., 2010 ; Vodenicharov et al., 2010).  
 
 
1.1.1.1.1.3 Le complexe CST 
 
 
La queue simple brin G-riche est liée par le complexe CST, qui est composé de trois protéines 
essentielles: Cdc13, Stn1 et Ten1. Ce complexe est impliqué dans la protection et la réplication 
des télomères (Steinberg-Neifach et Lue, 2015 ; Churikov et al., 2013). La protéine Cdc13 
reconnaît et lie une séquence de répétitions télomériques simple brin d’au moins 11 nt in vitro 
(Lin et Zakian, 1996 ; Nugent et al., 1996 ; Hughes et al., 2000 ; figure 1.1). Le domaine de 
liaison à l’ADN de Cdc13 est situé au centre de la protéine et permet sa fixation sur un 
oligonucléotides riche en G de 11 nt (Hughes et al., 2000 ; Mitton-Fry et al., 2000). Malgré que 
la protéine Cdc13 s’associe aux télomères in vivo (Bourns et al., 1998 ; Tsukamoto et al., 2001), 
son association est limitée à une minorité d’extrémités chromosomiques, une observation qui a 
été faite par une étude récente qui a pu démontrer que les extensions simple brin mesure moins 
de 10 nt sur la majorité des télomères (Soudet et al., 2014). Cette proposition corrèle avec 
d’autres études suggérant que la présence et le rôle de Cdc13 dans la protection des télomères 
ne sont nécessaires que lors de la réplication des télomères qui a lieu à la fin de la phase S/G2 
(Vodenicharov et Wellinger, 2006 ; Vodenicharov et Wellinger, 2007 ; Vodenichrov et al., 
2010). Tout comme Cdc13, Stn1 et Ten1 ont la capacité de se lier à l’extension 3’ simple brin, 
mais avec moins d’affinité (Grandin et al., 1997 ; Grandin et al., 2001 ; Gao et al., 2007). Stn1 
et Ten1 montrent beaucoup de similarités avec Rpa2 et Rpa3, deux sous-unités du complexe 
RPA (pour Replication Protein A), qui s’associe aux télomères et est essentiel à la réplication 
semiconservative (Gao et al., 2007). La similitude structurale entre les complexes CST et RPA 
a mené à la proposition que le complexe CST représente un complexe RPA spécialisé (t-RPA, 
pour telomeric-RPA) responsable de la réplication de l’ADN télomérique (Gao et al., 2007 ; 
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Sun et al., 2009 ; Gelinas et al., 2009). Lorsque Stn1 et Ten1 sont surexprimées, elles peuvent 
outrepasser la perte de la fonction essentielle de Cdc13 dans une souche cdc13-1 et ainsi 
restaurer la viabilité (Petreaca et al., 2006 ; Petreaca et al., 2007). D’autres études où la 
stœchiométrie des composants du CST a été altérée démontrent que Stn1 et Ten1 contribuent à 
la protection indépendamment de Cdc13 (Xu et al., 2009 ; Holstein et al., 2014). 
 
 
La partie N-terminale de Cdc13 contient un domaine, nommé domaine de recrutement (DR), 
qui interagit avec Est1, une des sous-unités de la télomérase (Nugent et al., 1996 ; Pennock et 
al., 2001 ; Wu et Zakian, 2011) ou avec la protéine Stn1, suggérant que Stn1 et Est1 rentent en 
compétition pour la liaison avec Cdc13 (Chandra et al., 2001). Ces interactions mutuellement 
exclusives régulent la stabilité de l’association de la télomérase avec Cdc13 (Chandra et al., 
2001 ; Blackburn, 2001 ; Puglisi et al., 2008 ; DeZwaan et al., 2009). La protéine Cdc13 sert 
d’une plateforme d’interaction soit avec la télomérase, soit avec les membres du complexe CST, 
régulant ainsi l’accès de la télomérase aux télomères de manière, respectivement, positive ou 
négative. Pour effectuer ces fonctions de façon optimale, le DR de Cdc13 semblerait subir des 
modifications post-traductionnelles, telles que la phosphorylation et la SUMOylation. Des sites 
spécifiques de phosphorylation des kinases Cdc28 (Li et al,. 2009 ; Tseng et al., 2009) 
et Mec1/Tel1 (Tseng et al., 2006) ont été identifiés au niveau du DR de Cdc13, bien que ces 
dernières modifications concernant les kinases de type Pi3K soient discutables actuellement 
(Wu et al., 2013 ; Gao et al., 2010). Ces modifications étant importantes pour le recrutement de 
la télomérase, sont renversées plus tard par l’action de la phosphatase PPA2 et la kinase Aurora 
qui aident à la dissociation de la télomérase en G2 après la synthèse (Shen et al., 2014). De plus, 
la phosphorylation par Cdc28 a été récemment impliquée dans la stabilisation du complexe CST 
par la modification de la protéine Stn1, qui modifie l’équilibre vers l’inhibition de l’action de 
la télomérase (Liu et al., 2014). La SUMOylation de Cdc13, une autre modification par 
l’attachement d’une petite protéine appelée SUMO, a été également impliquée dans la 
régulation de la télomérase et la longueur des télomères (Hang et al, 2011). 
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Les protéines Cdc13 et Stn1 du complexe CST ont la capacité d’interagir aussi avec la 
machinerie de réplication semiconservative. La partie N-terminale de Cdc13 permet sa 
dimérisation ainsi que sa liaison à Pol1, la sous-unité catalytique de l’ADN polymérase α, tandis 
que le domaine C-terminal de Stn1 interagit avec Pol12, une autre sous-unité de l’ADN 
polymérase α, qui effectue la synthèse du brin tardif (Qi et Zakian, 2000 ; Sun et al., 2011 ; 
Grossi et al., 2004). Ces études biochimiques et d’autres études génétiques (Adams et Holm, 
1996 ; Parenteau et Wellinger, 1999 ; Adams Martin et al., 2000) ont aidé d’avancer l’idée que 
le complexe CST joue un rôle important dans la synchronisation de la réplication 
semiconservative et l’ajout de répétitions par la télomérase aux télomères.  
 
 
1.1.1.2 Séquences associées aux télomères (TAS) 
 
 
Les séquences associées aux télomères sont des régions répétées représentées par deux classes 
de séquences: les éléments sous-télomériques X et Y’ (Chan et Tye, 1983 ; figure 1.1). La 
présence de séquences associées aux télomères est une caractéristique hautement conservée 
entre les espèces. Chez S. cerevisiae il peut y avoir 0 à 4 régions Y’ sur chaque extrémité des 
chromosomes. En effet, environ deux tiers des extrémités des chromosomes de la levure 
possèdent au moins une séquence Y’ (Chan et Tye, 1983). À cause des multiples petites 
insertions et délétions dans la séquence de l’élément Y’, cette région est présente dans deux 
différentes tailles: Y’ longue (6,7kb) et Y’ courte (5,2kb) (Chan et Tye, 1983). Un seul élément 
X, plus hétérogène en séquence et de taille que les Y’, est située à chaque extrémité 
chromosomique et se retrouve toujours en amont des régions Y’ (figure 1.1). Des répétitions 
télomériques internes (ITS) se trouvent entre les régions sous-télomériques X-Y’ et Y’-Y’ 
(Walmsley et al., 1984). Des répétitions TTAGGG sont aussi retrouvées au sein des séquences 
sous-télomériques Y’ et X (Louis et Haber, 1992) et sert de site de liaison pour le facteur de 
transcription Tbf1p (Brigati et al., 1993 ; Koering et al., 2000 ; figure 1.1). Tbf1p est connu 
pour permettre le recrutement de la télomérase (Arneric et Lingner, 2007), mais également 
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fournit une fonction de protection de la coiffe télomérique par sa capacité de dépasser la fonction 
protectrice de Rap1 dans des souches qui les répétitions télomériques de levure ont été 
remplacées avec celles d’homme (Alexander et Zakian, 2003 ; Ribaud et al., 2012 ; Fukunaga 
et al., 2012). Bien que la levure peut maintenir la division mitotique normale et de passer la 
méiose sans aucune difficulté en absence des éléments X et/ou Y’ sous-télomériques, ce n’est 
pas le cas lors de la délétion complète des répétions télomériques qui est associée avec une perte 
très fréquente du chromosome affecté (Sandell et Zakian, 1993 ; Wellinger et Zakian, 2012).  
 
 
Contrairement aux répétitions télomériques normalement dépourvues de nucléosomes, la 
chromatine au niveau des régions sous-télomériques adopte une organisation sous forme de 
nucléosomes (Wright et al., 1992). Les deux régions sous-télomériques, X et Y’, portent des 
modifications post-traductionnelles et des variantes d’histones distinctes. Les séquences X se 
comportent comme des régions géniques réprimées, caractérisées par l’absence d’acétylation 
sur la lysine 16 de l’histone H4 (H4K16) (Zhu et Gustafsson, 2009 ; figure 1.1). Par conséquent, 
la protéine Sir2, une H4K16 désacétylase recrutée par le complexe Rap1, et la protéine Sir3, 
occupant souvent des régions de hétérochromatine, sont également enrichies dans la région X 
(Zhu et Gustafsson 2009 ; Imai et al., 2000 ; figure 1.1). L’organisation de la chromatine des 
régions X est similaire pour les extrémités chromosomiques portant un seul élément X tout 
comme ceux qui possèdent des éléments X et Y’ (Takahashi et al., 2011). Contrairement aux 
séquences X, aux régions Y’ le H4K16 est acétylé de manière similaire à l’euchromatine et les 
protéines Sir y sont absentes (Zhu et Gustafsson, 2009 ; Takahashi et al., 2011 ; figure 1.1). De 
plus, ces régions sous-télomériques possèdent l’histone H2A phosphorylée, une marque 
typiquement présente au site de dommages à l’ADN, mais sa fonction aux télomères reste 
inconnue (Kim et al., 2007 ; Szilard et al., 2010). À certains endroits dans les régions sous-
télomériques, on retrouve un variant d’histone H2A, H2A.Z, souvent présente aux promoteurs 
actifs, possiblement participant à la formation de frontière entre hétérochromatine et 
euchromatine (Guillemette et al., 2005 ; Albert et al., 2007 ; figure 1.1) .  
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1.1.2 La réplication des télomères chez Saccharomyces cerevisiae 
 
 
La réplication de l’ADN est l’évènement qui permet à la cellule d’obtenir, en vue de la division 
cellulaire, une seconde copie de son génome pendant la phase de synthèse (S) du cycle 
cellulaire. Chez S. cerevisiae ce processus nécessite des sites ARS situés à tous les 40 à 100kb 
du chromosome, à partir desquelles la synthèse de l’ADN se déroule de manière bidirectionnelle 
(Raghuraman et al., 2001 ; Poloumienko et al., 2001). Puisque les séquences d’ARS ne sont pas 
assez similaires, un des premiers défis concernant l’étude sur la réplication des télomères a été 
de trouver les ARS responsables de leur réplication. Les séquences sous-télomériques X et Y’ 
contiennent des ARS susceptibles de fonctionner comme origine pour la réplication des 
télomères, bien que les ARS contenus dans les séquences X semblent être inactifs (Makovets et 
al., 2004 ; Stevenson et Gottschling, 1999 ; Poloumienko et al., 2001).  
 
 
La réplication semiconservative de l’ADN télomérique est l’un des derniers événements de la 
phase S chez la levure bourgeonnante. Cette réplication tardive est due principalement à un effet 
de positionnement négative exercé par les télomères sur l’activation des origines proximaux 
(Ferguson et Fangman, 1992 ; Wellinger et al., 1993a), programmée assez tôt pendant la 
phase G1 (Raghuraman et al., 1997). Différents facteurs contrôlent l’activation tardive des ARS 
près des télomères. La longueur des télomères peut affecter l’activation des origines de 
réplication, puisque l’effet inhibiteur sur les ARS télomériques est perdu près d’un télomère 
court. En effet, ces ARS sont activés plus tôt durant la phase S en comparaison avec les ARS 
placés près d’un télomère de longueur normale (Bianchi et Shore, 2007a). La suppression de 
Rif1, qui aide dans l’augmentation de la taille des télomères, résultait dans l’activation précoce 
de la réplication aux télomères (Lian et al., 2011). La fonction de Rif1 dans l’inhibition de 
l’activation des origines près des télomères est médiée par son interaction avec la protéine 
phosphatase PP1, produit du gène essentiel GLC7 (Hiraga et al., 2014 ; Dave et al., 2014 ; 
Mattarocci et al., 2014). La PP1 recrutée aux origines près des télomères par Rif1 contrebalance 
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l’activité de la kinase DDK (Dbf4-dependent kinase) qui est nécessaire pour la phosphorylation 
et l’activation de l’hélicase réplicative MCM. Ce mécanisme peut opérer en concert avec 
d’autres sorts de régulation, par exemple, l’architecture ou l’accessibilité de la chromatine 
alentour des origines de réplication. Dans ce sens, des cellules déficientes en Sir3, une protéine 
impliquée dans l’établissement de l’hétérochromatine et dans le TPE, ne manifestent pas de 
changements importants dans le temps d’activation des ARS près des télomères (Stevenson et 
Gottschling, 1999), ce qui suggère que la structure de la chromatine a un effet mineur sur 
l’activation tardive des origines de réplication près des télomères. En revanche, l’absence du 
complexe Yku, qui entraîne un repositionnement des télomères dans l’espace nucléaire et leur 
raccourcissement, résulte dans l’activation précoce des origines de réplication aux télomères 
(Cosgrove et al., 2002).  
 
 
Compte tenu de leur position distale, lors de la réplication des chromosomes, les télomères sont 
condamnés de raccourcir après chaque division cellulaire. En effet, James D. Watson avait 
prédit l’existence du problème de la réplication terminale, the end replication problem (Watson, 
1972). Par la suite, Olovnikov avait formulé une théorie présentant le problème de la réplication 
selon laquelle la perte progressive de l’ADN télomérique constituerait une horloge biologique 
qui déterminerait le vieillissement cellulaire. Le raccourcissement des chromosomes conduirait 
éventuellement à l’élimination de gènes essentiels, ce qui diminuerait la vitalité des cellules, 
jetant les prémices de la théorie du rôle des télomères dans le vieillissement cellulaire 
(Olovnikov, 1973). Selon ce modèle, la réplication incomplète des extrémités serait à l’origine 
du raccourcissement se produisant après chaque division cellulaire. Cette réplication incomplète 
s’explique par l’incapacité de l’ADN polymérase à synthétiser l’ADN aux extrémités linéaires, 
ou la dernière amorce d’ARN au niveau du brin tardif ne peut être convertie en ADN (figure 
1.2). De plus, les bouts francs générés au niveau du brin précoce durant la réplication constituent 
un second aspect du problème de la réplication, puisque la restauration de la queue simple brin 
et la structure normale de l’ADN terminal requièrent un raccourcissement supplémentaire de 
l’extrémité 5’. Ce modèle allait susciter un certain intérêt qui n’aura été réellement démontré 
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que quelques dizaines d’années plus tard (Lingner et al., 1995 ; Ohki et al., 2001 ; Soudet et al., 
2014). On pense que le problème de la réplication terminale est en partie résolu par la télomérase 
(Lingner et al., 1995). 
 
 
En plus de la perte graduelle de l’ADN terminal, la réplication semiconservative peut poser 
d’autres complications aux télomères, puisque l’ADN télomérique constitue un obstacle pour 
les polymérases réplicatives. Par conséquent, un arrêt de la polymérase peut engendrer une 
réplication incomplète des extrémités ou la perte de gros morceaux d’ADN télomérique. Ce 
problème, observé chez différents organismes, est dû au ralentissement de la fourche de 
réplication au niveau des télomères à cause de la composition particulaire riche en G/C des 
séquences télomériques (Ivessa et al., 2002 ; Miller et al., 2006 ; Sfeir et al., 2009). Les 
séquences télomériques simple brin générées durant le passage de la fourche sont en mesure de 
se replier sur eux-mêmes, ce qui permet la formation de structures secondaires stables 
empêchant la progression de la polymérase à une vitesse optimale (Lopes et al., 2011 ; Paeschke 
et al., 2011). De plus, les origines de réplication inactives présentent dans les régions sous-
télomériques, ainsi que certaines protéines télomériques fortement liées à l’ADN ralentissent la 
progression de la fourche. Prises ensemble, ces données suggèrent que la nature des séquences 
télomériques, ainsi que la structure de la chromatine aux télomères, contribuent à leurs effets 




Figure 1.2 Représentation schématique de la réplication des télomères en fin de la phase 
S et la reconstitution de la structure habituelle du brin tardive par l’activité des nucléases. 
La réplication des extrémités des chromosomes a lieu en fin de la phase S, à cause de l’activation 
tardive des origines de réplication (ARS). La réplication aux télomères nécessite le 
désassemblage de la coiffe télomérique. À la suite de la réplication des télomères, il est prédit 
que le brin précoce aura un bout franc. Cette structure n’étant pas la structure habituelle des 
télomères, il y aura une résection contrôlée de ce-dernier par l’activité des nucléases. Cette 
résection non-étendue permettra de fournir le substrat nécessaire à l’action de la télomérase. 
 
 
La réplication qui s’effectue sur les deux brins d’ADN parentaux simultanément en partant 
d’une ARS, ne peut pas se faire de la même façon sur les deux brins (figure 1.2). Le brin parental 
orienté de 3’ vers 5’ à partir du centromère permet la synthèse directe du brin complémentaire 
à partir d’une seule amorce composée en ARN à partir d’une ARS. Ceci produira, par une 
synthèse continue, le brin précoce jusqu’au télomère générant une extrémité franche (Ohki et 
al., 2001 ; Soudet et al., 2014). La réplication du brin parental 5’ vers 3’ à partir du centromère 
ne peut pas se faire de façon continue, mais par la synthèse de plusieurs amorces d’ARN qui 
seront allongés dans le sens inverse de la progression de la fourche de réplication, ainsi formant 
de fragments courts, appelés fragments d’Okazaki. Ces fragments sont ensuite joints ensemble, 
la partie d’ARN est digérée et remplacée avec de l’ADN, formant ainsi un brin d’ADN 
nouvellement synthétisé, nommé le brin tardif. Au niveau du brin tardif, la machinerie 
réplicative conventionnelle ne permet pas la réplication complète du chromosome, à cause de 
la dégradation de la partie ARN du fragment d’Okazaki situé à l’extrémité des chromosomes, 
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et engendre une perte de séquences à chaque division cellulaire (figure 1.2). Ainsi, suite à la 
réplication conventionnelle, au niveau des extrémités issues de la synthèse du brin tardif, les 
extensions simple brin sont régénérées et leur taille corresponde à celle de l’amorce d’ARN de 
10 nt ou moins (Soudet et al., 2014 ; Waga et Stillman, 1994). Au niveau des extrémités franches 
générées lors de la synthèse continue du brin précoce, le brin parental doit être raccourcis en 
direction 5’ vers 3’ par des activités nucléases afin de rétablir l’extension simple brin en 3’ 
(Wellinger et al., 1993b ; Wellinger et al., 1996 ; figure 1.2). La résection d’environ 30-40 nt 
de cette extrémité est suivie par le remplissage de la partie simple brin pour finalement recréer 
l’extension simple brin de près de 10 nt (Soudet et al., 2014). Cette résection se déroule en fin 
de phase S et nécessite le passage de la fourche de réplication, ainsi que l’activité de la 
kinase Cdc28, suggérant qu’une déprotection temporaire des télomères permettront ces activités 
nucléases (Wellinger et al., 1993b ; Dionne et Wellinger, 1998 ; Vodenicharov et Wellinger, 
2006). À défaut de restaurer la queue simple brin, la cellule pourrait subir des conséquences, 
telles que la perte de la fixation de Cdc13 et la protection ou encore la perte de substrat servant 
à la télomérase de se lier et ajouter les répétitions télomériques. En effet, la télomérase n’est pas 
capable d’ajouter des répétitions télomériques sur une extrémité franche (Lee et al., 1993). Il 
est donc essentiel pour la cellule de recréer cette extension simple brin afin de ne pas perdre la 
protection et les fonctions dans la réplication fournit par Cdc13, et de ne pas compromettre non 
plus la restauration de la longueur habituelle des télomères par l’ajout des répétitions 
télomériques effectué par la télomérase.  
 
 
Le complexe MRX (Mre11-Rad50-Xrs2) a été identifié précocement comme pouvant participer 
à la résection des télomères au niveau du brin précoce. La délétion de n’importe lequel de ses 
composants entraine un raccourcissement des télomères, ainsi suggérant qu’un parallèle existe 
entre la résection médiée par le complexe MRX et l’ajout de répétitions télomériques par la 
télomérase (Kironmai et Muniyappa, 1997 ; Boulton et Jackson, 1998 ; Nugent et al., 1998). 
Malgré que la dynamique d’apparition des longues extensions 3’ simple brin en fin de la phase 
S soit conservés dans des cellules mre11Δ, ces extensions sont en moyenne plus courtes que 
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ceux des cellules de type sauvage (Larrivée et al., 2004). Des expériences 
d’immunoprécipitation de la chromatine ont démontré la fixation exclusive de Mre11 au niveau 
du brin précoce des télomères (Faure et al., 2010). Ces études suggèrent un rôle pour le 
complexe MRX dans la résection des extrémités télomériques franches suite à la synthèse du 
brin précoce par la machinerie de réplication conventionnelle.  
 
 
Pour tenter d’identifier d’autres activités nucléases, les études se sont concentrées sur des 
analyses de télomères déprotégés ou sur l’ajout de nouvelles séquences télomériques à partir 
d’une CDB, des systèmes plus faciles à étudier que les télomères natifs. 
 
 
1.1.3 Les activités responsables de la formation des extensions 3’ simple brin 
 
 
Comme mentionné ci-haut, la structure particulaire des extrémités télomériques doit absolument 
être régénérée après le passage de la fourche de réplication, ce qui concerne surtout les 
extrémités franches du brin précoce. Le mécanisme de la régénération de cette structure et les 
facteurs impliqués ont été partiellement dévoilés par l’utilisation de constructions permettant la 
formation d’une nouvelle extrémité télomérique dans une cellule. Ces études permettent 
l’analyse des évènements lors de la formation d’un nouveau télomère fonctionnel à l’aide d’un 
site de clivage pour l’endonucléase HO adjacent à de courtes répétitions télomériques (Diede et 
Gottschling, 1999). Les évènements suivants la coupure par l’endonucléase HO et la formation 
d’un nouveau télomère (néotélomère) sont assimilés à ce qui se produit au niveau des extrémités 
télomériques natives, après le passage de la fourche de réplication. Le rôle de MRX dans la 
résection du brin 5’ a pu être étudié grâce à cette construction. Il est ainsi confirmé que l’absence 
d’un des composants du complexe MRX se traduit par une perte d’ajout des répétitions 
télomériques, entrainée probablement par une perte de la résection du brin 5’ riche en C (Diede 
et Gottschling, 2001). Cependant, l’ajout de néotélomères et la liaison de Cdc13 aux télomères 
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n’étaient pas compromis dans des souches déficientes pour l’activité nucléase de Mre11 
(Tsukamoto et al., 2001 ; Frank et al., 2006), suggérant que l’activité nucléase du complexe 
MRX ne semble pas être nécessaire dans son action aux télomères néoformés. Plusieurs 
publications montrent que l’association du complexe MRX aux télomères est importante pour 
l’activité de la télomérase, ce qui pourrait expliquer l’absence d’ajout de néotélomères dans les 
mutants MRX. Le complexe MRX est connu pour recruter Tel1, une kinase de signalisation 
impliquée dans la DDR, via la sous-unité Xrs2 au niveau des CDB (Nakada et al., 2003) et aux 
télomères (Hector et al., 2007 ; Sabourin et al., 2007). Le complexe MRX se fixe de façon 
préférentielle aux télomères courts (McGee et al., 2010), tout comme Tel1 (Hector et al., 2007 
; Sabourin et al., 2007) et la télomérase (Goudsouzian et al., 2006). De plus, le recrutement de 
la télomérase aux télomères courts semble être aboli par la délétion de Tel1 (Goudsouzian et 
al., 2006 ; Arnerić et Lingner, 2007). Ainsi, la délétion de Tel1 entraine des télomères plus 
courts (Lustig et Petes, 1986 ; Greenwell et al., 1995 ; Nakada et al., 2003). À la lumière de ces 
résultats, en absence de MRX fonctionnel, l’ajout de néotélomères n’est pas aboli par une 
résection défectueuse, mais plutôt l’interaction entre MRX et Tel1, qui est cruciale pour l’action 
de la télomérase aux télomères courts, ne se produit pas. Cette interaction est régulée par des 
protéines télomériques en fonction de la longueur des télomères. En effet, la liaison de Tel1 aux 
télomères est régulée par la protéine Rif2 de la coiffe télomérique qui inhibe l’interaction entre 
Xrs2 et Tel1 (Hirano et al., 2009). Aux télomères courts, la présence de Rif2, mais pas celle de 
Rif1, est diminuée, ce qui permet l’association plus stable de Tel1 (Hirano et al., 2009 ; McGee 
et al., 2010). Potentiellement, la stabilité accrue de la liaison de Tel1 modifierait la structure de 
la chromatine des télomères afin de les rendre accessibles à la télomérase. Malgré la suppression 
complète de l’ajout des télomères néoformés en l’absence de Tel1 ou de Mre11 (Diede et 
Gottschling, 2001 ; Frank et al., 2006), les souches tel1Δ ou mre11Δ maintiennent leurs 
télomères natifs à une longueur courte, mais stable. De plus, certains allèles de MRE11, qui 
inhibent son activité nucléase in vitro et abolissent la formation de néotélomères in vivo, 
n’affectent pas la longueur ni la structure des télomères natifs (Frank et al., 2006), ce que laisse 
entendre des différences importantes entre les télomères néoformés et les télomères natifs par 
rapport au traitement des bouts francs et au recrutement de la télomérase. Curieusement, 
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l’insertion des séquences sous-télomériques contenants des sites de liaison de la protéine Tbf1 
en proximité du site d’ajout d’un néotélomère ou d’un télomère court permet de surmonter 
l’effet inhibiteur de la délétion de Tel1 (Arnerić et Lingner, 2007). Vraisemblablement, Tel1 et 
Tbf1 partagent une fonction redondante facilitant le recrutement ou l’activation de la télomérase 
au niveau des télomères courts. Certaines études suggèrent que cette fonction partagée implique 
une résection plus efficace par MRX, stimulée aux télomères par Tel1 (Martina et al., 2012) ou 
par Tbf1, comme récemment observée au niveau des CDB (Bonetti et al., 2013). Par contre 
d’autres travaux s’opposent à cette suggestion par le fait que Rap1 et Tbf1 inhibent la 
localisation de MRX aux télomères (Fukunaga et al., 2012) et que la présence des séquences 
TTAGGG liées par Tbf1 près d’une coupure induite par l’endonucléase HO protège ces 
extrémités contre des activités nucléase (Ribaud et al., 2012). 
 
 
Toujours dans ce contexte de télomères néoformés, le complexe MRX permet l’initiation de la 
résection par le recrutement de Sae2, une protéine auxiliaire stimulant l’activité endonucléase 
de Mre11 (Cannavo et Cejka, 2014), de manière similaire aux CDB (Zhu et al., 2008 ; Mimitou 
et Symington, 2008 ; Bonetti et al., 2009). La protéine Sae2 est la seule cible de Cdc28 
confirmée à date d’agir dans la résection des télomères (Huertas et al., 2008). Dans une certaine 
mesure, MRX permet aussi la résection plus profonde du brin 5’ C-riche aux télomères par 
d’autres nucléases, comme Sgs1/Dna2 ou Exo1, de manière indépendante de Sae2 (Bonetti et 
al., 2009). Ainsi la formation des extensions 3’ simple brin aux télomères néoformés, entraine 
deux niveaux de dégradation, une résection initiale et une résection extensive, comme ce qui a 
été observé au niveau des CDB (Zhu et al., 2008 ; Mimitou et Symington, 2008 ; Nicolette et 
al., 2010 ; Mimitou et Symington, 2010).  
 
 
Malgré que l’ajout de néotélomères est complètement aboli par la délétion simultanée de SAE2 
et SGS1, les mutants sae2 sgs1 sont viables (~70% des spores contenant la double délétion 
survient) et les télomères dans la majorité des clones sont courts mais stables (Bonetti et al., 
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2009 ; Hardy et al., 2014). L’analyse de cellules sae2 sgs1 démontre que le raccourcissement 
des télomères est dû à l’accumulation des mutations dans les gènes codant pour Yku70 et Yku80 
(Hardy et al., 2014). Néanmoins, les télomères dans ces cellules sont maintenus par la 
télomérase et la RH, suggérant que les extensions simple brin 3’ ont été régénérées en absence 
de Sae2 et Sgs1 fonctionnelles. La pression sélective pour inactiver le complexe Yku s’explique 
par sa capacité de supprimer les voies alternatives de résection dépendantes de Sgs1/Dna2 ou 
de Exo1 quand la fonction de MRX/Sae2 est compromise (Mimitou et Symington, 2010 ; Shim 
et al., 2010). Ces nucléases sont importantes pour la résolution des structures aberrantes 
produites durant la réplication, dont la stabilisation par Yku en absence de MRX/Sae2 rend leur 
réparation plus lente et difficile (Krishna et al., 2007 ; Foster et al., 2011). Ceci pourrait aussi 
engendrer une pression sélective pour l’inactivation de Yku puisque les cellules sae2 sgs1 se 
caractérisent également avec une croissance ralentie et l’activation du checkpoint suite à des 
problèmes au niveau de la réplication (Hardy et al., 2014). Ainsi, au niveau de télomères natifs, 
de multiples activités nucléases contribueront à la formation des extrémités 3’ simple brin, en 
plus d’intervenir dans la réparation adéquate des fourches arrêtées ou brisées lors de la 
réplication des télomères. 
 
 
Évidemment, le traitement des extrémités des chromosomes par nucléases doit être finement 
régulé par les composantes de la coiffe télomérique. Par exemple, la résection aux télomères 
devrait être restreinte à l’étape initiale contrôlée par MRX/Sae2 qui génère de courtes extensions 
simple brin suffisant à la recréation de la structure terminale, mais, en même temps, la possibilité 
d’une dégradation extensive qui exposerait de longues régions simple brin sous-télomériques et 
activerait la DDR devrait être éliminée. Les rôles de protéines individuelles et leur mécanisme 
d’action n’étant pas encore concrétisés, les évidences indiquent que le complexe Yku inhibe 
l’initiation de la résection, tandis que les complexes CST et Rap1/Rif1/Rif2 régulent sa 
profondeur (Bonetti et al., 2010 ; Vodenicharov et al., 2010). Les deux derniers complexes 
probablement interviennent majoritairement au niveau de la régulation des nucléases lors du 
passage de la fourche de réplication pour contrer l’accumulation d’ADN simple brin et 
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l’activation de la DDR. Ceci dit, il est à noter que plusieurs études suggèrent aussi que les 
fonctions des membres des trois complexes dans la régulation des nucléases sont 
complémentaires. Plus de détails sur les rôles individuels de composants du capuchon 
télomérique dans la protection sont présentés dans la section 1.2.2. 
 
 
1.2 CONSÉQUENCES DE LA DEPROTECTION DES TELOMERES : PARALLELES 
ET DIFFERENCES ENTRE TELOMERES ET CDB 
 
 
Tel qu’il a été mentionné antérieurement, la coiffe télomérique assure la protection et la 
réplication sans défaut de l’ADN télomérique. L’inactivation d’un de ses constituants conduirait 
à la dégradation ou la fusion des télomères, la stimulation de la DDR et l’arrêt du cycle 
cellulaire. L’activation de la DDR est présumée d’être due au fait que les télomères déprotégés 
sont perçus par la cellule comme une des extrémités d’une CDB (figure 1.3). De plus, une 
résection excessive qui déclenche la DDR peut également se produire suite à l’échec de la 
réplication de l’ADN aux télomères. Avant de discuter des conséquences des télomères 
déprotégés, nous allons décrire brièvement les mécanismes permettant aux cellules de faire face 




1.2.1 La cassure double brin 
 
 
Les CDB sont les dommages à l’ADN parmi les plus toxiques pour la cellule et peuvent être 
produites par des radiations ionisantes, des agents chimiques, un stress oxydatif ou encore des 
problèmes survenant lors de la réplication (Lindahl, 1993). Il a été observé chez la levure qu’une 
seule CDB peut causer un arrêt robuste du cycle cellulaire (Sandell et Zakian, 1993). Les CDB 
ne sont pas forcément issues d’accidents ou d’états pathologiques puisque les cellules sont 
capables d’induire des CDB de manière contrôlée et s’en servir pour effectuer différentes tâches, 
telles que le changement du type sexué chez la levure ou la recombinaison des fragments V(D)J 
nécessaire lors de la formation des immunoglobulines chez les vertébrés, ou encore dans la 
méiose et la maturation des spermatozoïdes (Jackson et Bartek, 2009 ; Pâques et Haber, 1999 ; 
Soulas-Sprauel et al., 2007). Pour les CDB indésirables découlant de différents types de stress, 
les cellules ont développé une série de mécanismes de réponse aux dommages et de réparation, 
nommé la DDR, pour permettre la réparation des cassures et la restauration de l’intégrité 
Figure 1.3 Représentation schématique des conséquences de la déprotection des 
télomères. Cette cascade d’événements est activée également lorsqu’une CDB se produit au 
niveau d’ADN génomique. Dans cette figure, la déprotection des télomères par l’inactivation 
du complexe CST dans un mutant possédant l’allèle cdc13-1 à une température restrictive a été 
utilisée afin d’illustrer la cascade d’événements qui conduit à l’activation de la réponse aux 
dommages à l’ADN chez la levure Saccharomyces cerevisiae.   
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génomique. Les CDB peuvent être traitées soit par la voie de la RH, qui génère de l’ADN simple 
brin (ADN sb) à l’aide de l’activité de nucléases, soit par la voie de la JENH, un processus qui 
dirige la ligation des bouts francs (Harrison et Haber, 2006). L’ADN sb généré comme un 
produit intermédiaire de la voie RH, est lié par la protéine RPA pour former un complexe 
nucléoprotéique qui contribue à l’activation de la DDR et à l’arrêt du cycle cellulaire (Usui et 
al., 2001 ; Zou et Elledge, 2003). Les complexes Yku et MRX peuvent promouvoir la JENH, 
tandis que MRX permet aussi l’initiation de la RH. L’un ou l’autre de ces mécanismes sera 
promu selon l’emplacement dans le cycle cellulaire en fonction de l’activité de la protéine 
kinase cycline-dépendante, Cdc28 (Ira et al., 2004 ; Aylon et al., 2004). En phase G1, où Cdc28 
a une faible activité, c’est la JENH qui sera préféré pour la réparation, alors qu’en phase S/G2 
où Cdc28 possède une forte activité, ce sera la RH qui dominera pour réparer les CDB (Moore 
et Haber, 1996 ; Ira et al., 2004 ; Aylon et al., 2004). En absence de séquences homologues, 
surtout en phase G1 du cycle cellulaire, les cellules utilisent la JENH qui permet la réparation 
des CDB, grâce au complexe Yku70/Yku80 (figure 1.4e). L’hétérodimère Ku lie des extrémités 
double brin, des épingles à cheveux et des cassures simple brin avec une grande affinité et de 
manière indépendante de la séquence nucléique (Mimori et Hardin, 1986 ; Blier et al., 1993). 
La structure cristallographique de complexe Ku humain démontre que l’hétérodimère se lie sous 
forme d’anneau autour de l’extrémité d’ADN (Walker et al., 2001). La réparation par la JENH 
a besoin d’extrémités "propres" contenant une extrémité 3’-hydroxyle et 5’-phosphate, comme 
les extrémités d’une coupure créées par une endonucléase, sinon la ligation ne peut s’effectuer 
(Symington et Gautier, 2011). Comme dans la plupart des espèces procaryotes et eucaryotes, 
chez la levure bourgeonnante, la JENH nécessite un complexe de reconnaissance de la cassure 
Yku, des activités nucléases fournies par MRX, la polymérase Pol4 afin de remplir les 
nucléotides manquants aux extrémités, des activités kinases servant à la signalisation et, enfin, 
une activité ligase fournit par le complexe ADN ligase IV (Lieber, 2010). Le complexe 
Yku70/Yku80 protège les extrémités de la dégradation et permet le recrutement du complexe 
protéique composé de l’ADN ligase IV Dnl4 et des protéines accessoires Lif1 et Nej1 qui 
stabilise la liaison du Yku à l’extrémité de la CDB (Zhang et al., 2007). Les deux extrémités de 
la cassure sont maintenues ensemble via un domaine crochet de zinc de Rad50, une de sous-
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unités du complexe MRX impliqué dans cette voie de réparation (Wiltzius et al., 2005). C’est 
un moyen simple de réparer des CDB, surtout en G1 lorsque les gènes ne sont présents qu’en 





Lorsque la nature des CDB ne permet pas leur réparation par la JENH ou lorsque des séquences 
homologues sont présentes dans la cellule, la voie de la RH est dominante. Pour trouver des 
Figure 1.4 Représentation schématique des ressemblances et des différences entre les 
facteurs qui réparent (a) les extrémités des cassures double brin (CDB) et l’extrémité 
des télomères déprotégés, (b) par l’inactivation de Cdc13, (c) du complexe Yku et (d) de 
Rap1 (Dewar et Lydall, 2012). (e) Représentation schématique des deux voies de réparation 
de CDB chez Saccharomyces cerevisiae, leur utilisation préférentielle selon la phase du cycle 




homologies dans le génome, ce système de réparation dégrade dans un premier temps le brin 5’ 
de l’extrémité de la CDB. Cette dégradation se déroule de manière plus efficace en phase S/G2, 
en deux étapes: une résection initiale génère une courte extension de 50 à 100 nucléotides, suivie 
par une dégradation extensive allant jusqu’à plusieurs kb au loin de la cassure (Mimitou et 
Symington, 2011). L’étape d’initiation de la résection contrôlée des CDB est médiée par le 
complexe MRX et de la protéine Sae2. Mre11 possèdent une activité nucléase essentielle pour 
la réparation de l’ADN, tandis que Rad50 et Xrs2 permettent respectivement la dimérisation et 
l’interaction du complexe avec de protéines partenaires (Paull et Gellert, 1998 ; Stracker et 
Petrini, 2011). La protéine Sae2 est une protéine auxiliaire du complexe MRX qui stimule 
l’activité endonucléase de Mre11 (Cannavo et Cejka, 2014). La deuxième étape de résection 
implique une dégradation de l’extrémité 5’ extensive sur plusieurs kb par des activités nucléases 
et hélicases spécifiques. Les deux étapes de résection collaborent lors de la production d’ADN 
simple brin au niveau de la CDB, un processus nécessaire pour l’induction de l’arrêt du cycle 
cellulaire et pour la réparation par la RH (Mimitou et Symington, 2011). Deux voies 
individuelles interviennent dans la dégradation profonde: une contrôlée par la hélicase Sgs1 et 
l’endonucléase Dna2 et l’autre régulée par l’exonucléase Exo1 (Zhu et al., 2008 ; Mimitou et 
Symington, 2008). La coopération entre MRX et Sae2 stimule la résection extensive et, en 
même temps, MRX entre en compétition avec le complexe Ku pour la liaison de l’extrémité de 
la CDB (Shim et al., 2010 ; Nicolette et al., 2010). Le complexe Ku a peu d’affinité pour l’ADN 
simple brin; ainsi, la résection initiale favorise la RH et prévient l’exécution de la JENH non 
voulue (Daley et al., 2005 ; Zhang et al., 2010). Le complexe Yku inhibe la résection extensive 
par Exo1 ou Sgs1/Dna2, tandis que le complexe MRX permet d’outrepasser cette inhibition par 
la résection initiale stimulée par Sae2 (Cejka et al., 2010 ; Mimitou et Symington, 2010 ; Shim 
et al., 2010). Les deux étapes de la dégradation du brin 5’ des CDB sont contrôlées en fonction 
du cycle cellulaire. Les activités nucléases sont dépendantes de l’activité de Cdc28, Sae2 et 
Dna2 étant deux cibles déjà identifiées, dont la phosphorylation, par cette kinase est importante 
pour leur activité (Huertas et al., 2008 ; Chen et al., 2011). Par la suite, les longues extensions 
simple brin produites par la résection sont liées par les protéines Rad51 et Rad52 de la 
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machinerie de la RH qui permet la recherche, l’invasion et l’alignement avec des séquences 
homologues pour initier la recombinaison (Barzel et Kupiec, 2008). 
 
 
Avant même d’être engagées dans la recherche d’homologie, les longues extensions sb servent 
une autre fonction importante et c’est d’activer la DDR. L’ADN sb généré va pouvoir se lier au 
complexe RPA qui a une forte affinité pour le simple brin, promeut l’activité des nucléases et 
contribue à l’activation de la DDR (Zou et Elledge, 2003 ; Lisby et al., 2004 ; Niu et al., 2010 
; Cejka et al., 2010 ; Cannavo et al., 2013). L’ADN sb lié par RPA permet le recrutement 
indépendant de deux complexes, Mec1/Ddc2 et 9-1-1 (Rad9-Hus1-Rad1), collaborant ensemble 
dans l’activation de la DDR (Sanchez et al., 1999 ; Kondo et al., 2001 ; Melo et al., 2001 ; 
Majka et Burgers, 2003 ; Lisby et al., 2004). Mec1 est une protéine kinase de la famille PI3K 
responsable de la phosphorylation de plusieurs substrats nécessaire pour déclencher la DDR, 
comme l’histone H2A. L’histone H2A phosphorylée, ou γH2A, recrute la protéine Rad9, qui 
sert de médiateur dans la DDR et permet l’activation des kinases effectrices, Rad53 et Chk1, 
par Mec1 (Downs et al., 2004 ; Blankley et Lydall, 2004 ; Sweeney et al., 2005 ; Hammet et 
al., 2007 ; Usui et al., 2009) qui vont arrêter le cycle en métaphase (Cohen-Fix et Koshland, 
1997 ; Sanchez et al., 1999 ; Hu et al., 2001 ; Agarwal et al., 2003 ; Lee et al., 2003). RPA 
protège des extensions 3’ simple brin d’une éventuelle dégradation jusqu’à son remplacement 
par la recombinase Rad51 qui autorise la recherche d’homologie dans le génome pour effectuer 
la RH (Shinohara et al., 1992). 
 
 
La cascade de signalisation menant à l’activation de la DDR décrite ci-haut est strictement 
dépendante de la résection de la CDB et la présence d’ADN sb recouvert par la protéine RPA. 
Lorsque l’initiation de la résection est compromise, par exemple dans certains mutants du 
complexe MRX ou dans les cellules sae2∆, une activation de la DDR a été toujours observée. 
Cette activation est dépendante d’une autre kinase de la famille PI3K chez la levure, appelée 
Tel1, recrutée aux CDB par l’interaction avec la protéine Xrs2 du complexe MRX (Usui et al., 
 30 
2001 ; Nakada et al., 2003). Tel1 permet par la suite la signalisation des CDB et le recrutement 
des facteurs de la DDR, comme la protéine adaptatrice Rad9, de manière similaire de celle 
décrite pour la kinase Mec1. Les kinases Mec1 et Tel1 permettent le maintien de la stabilité du 
génome par l’initiation d’un arrêt du cycle cellulaire (checkpoint) et l’activation des systèmes 
de réparation dans la cellule (Morrow et al., 1995 ; Sanchez et al., 1996 ; figure 1.4e). De plus, 
les deux kinases jouent un rôle dans le maintien des télomères (Lustig et Petes, 1986 ; Greenwell 
et al., 1995), puisque les mutants tel1Δ comportent des télomères extrêmement courts. Les 
souches mec1Δ tel1Δ subissent une sénescence cellulaire avec une cinétique ressemblant à celle 
des cellules manquant la télomérase, ainsi qu’un taux élevé de fusions télomériques, 
réarrangement chromosomique et de perte de chromosome par rapport à un type sauvage (Lustig 
et Petes, 1986 ; Ritchie et al., 1999 ; Craven et al., 2002 ; Chan et Blackburn, 2003 ; 
Mieczkowski et al., 2003). 
 
 
1.2.2 Les télomères déprotégés de Saccharomyces cerevisiae 
 
 
La fonction principale de la coiffe télomérique est de protéger les extrémités des chromosomes 
contre les mécanismes de réparation de l'ADN (figure 1.4e). La perte de fonction de la coiffe 
télomérique a été démontrée expérimentalement par la présence de chromosomes fusionnés, par 
la dégradation accrue et l’accumulation d’ADN simple brin et par l’arrêt du cycle cellulaire. 
Néanmoins, il a été observé que des protéines impliquées dans la réparation des CDB sont 
également impliquées dans la protection des télomères. Un exemple flagrant est le 
complexe Yku70-Yku80, recruté précocement au niveau des CDB et essentiel pour la JENH, sa 
délétion entraine un raccourcissement des télomères et une dégradation plus importante du 
brin 5’ tout au long du cycle cellulaire (Porter et al., 1996 ; Boulton et Jackson, 1996 ; Gravel 
et al., 1998 ; Polotnianka et al., 1998). Le complexe MRX, recruté aussi au niveau des CDB 
pour faciliter la RH, est essentiel au maintien des télomères normaux (Nugent et al., 1998 ; 
Ritchie et Petes, 2000). Les délétions des kinases Mec1 et Tel1, impliquées dans la 
 31 
reconnaissance des CDB et dans l’activation de la DDR, entrainent un raccourcissement des 
télomères et une augmentation de la fréquence de fusions entre télomères (Chan et Blackburn, 
2003 ; Mieczkowski et al., 2003 ; Craven et al., 2002).  Ces données indiquent que plusieurs 
facteurs participant à la DDR et la réparation des CDB sont aussi nécessaires pour maintenir les 
extrémités des chromosomes eucaryotes, suggérant que leurs activités doivent être strictement 
contrôlées au niveau des télomères.  
 
 
La déprotection expérimentale des télomères permet de déterminer les effets des activités 
agissant aux télomères, ainsi que les fonctions de protection de chaque composant de la coiffe 
télomérique. Comme vu précédemment, cdc13-1 est un allèle thermosensible menant à une 
perte de fonction de Cdc13 à température non-permissive, menant à une dégradation très 
importante du brin 5’ C-riche et à un arrêt du cycle cellulaire dépendant de Rad9 (Garvik et al., 
1995 ; Lydall et Weinert 1995). L’effet de cet allèle à température non-permissive entraine le 
recrutement aux télomères de nombreux senseurs de dommage à l’ADN (Melo et al., 2001 ; 
Rouse et Jackson, 2002). Comme au niveau des CDB, les protéines impliquées dans l’activation 
de la DDR semblent réguler la dégradation du brin C-riche télomérique. Ainsi, par des méthodes 
de PCR quantitative, les membres du complexe 9-1-1 et la protéine Rad24, se sont révélées 
stimuler la production de simple brin aux télomères dans le contexte cdc13-1 alors que d’autres 
comme Rad9, Mec1 ou Rad53 ont un effet inverse et inhibent les activités nucléases (Lydall et 
Weinert, 1995 ;  Lydall et Weinert, 1997; Booth et al., 2001 ; Zubko et al., 2004 ; Jia et al., 
2004). Le complexe 9-1-1 probablement est responsable du recrutement et de la rétention d’une 
nucléase aux télomères déprotégés, malgré que jusqu’à présente une telle activité nucléase 
associée au 9-1-1 n’a pas été identifiée. La chromatine télomérique a son rôle à jouer aussi 
puisque la méthylation de l’histone H3 sur sa lysine 79 par l’histone méthyletransférase Dot1 




Les études à l’aide d’allèle cdc13-1 ont permis de déterminer que les activités nucléases 
intervenant à la suite de l’inactivation du complexe CST sont similaires, mais pas identiques, à 
celles intervenant dans la résection des CDB. Exo1 a été alors identifiée comme la nucléase 
majeure impliquée dans la génération de l’extension 3’ simple brin aux télomères, mais ne 
semble pas être l’unique voie de dégradation survenant dans le contexte d’allèle cdc13-1 
(Maringele et Lydall, 2002 ; Zubko et al., 2004). Exo1 semble avoir un rôle beaucoup plus 
important dans la dégradation des télomères déprotégés suite à l’inactivation du complexe CST 
que dans la résection de CDB. Cette différence est probablement due au fait que les structures 
laissées après l’inactivation de Cdc13 représentent de substrats propices d’Exo1, tandis qu’au 
niveau de CDB les extrémités doivent être transformées par MRX/Sae2 avant de devenir le bon 
substrat pour Exo1. Plus surprenant encore, en désaccord avec sa fonction de promoteur de 
résection aux CDB, le complexe MRX réduit le taux de résection de télomères déprotégés et 
améliore la viabilité des cellules cdc13-1 à température non-permissive (Foster et al., 2006). Ce 
phénomène pourrait être expliqué par l’intervention d’un des autres protéines télomériques qui 
empêcherait l’interaction de MRX avec, par exemple, sa protéine auxiliaire Sae2 ou bien par le 
recrutement par MRX de la télomérase proposée de contribuer à la suppression de la résection 
aux télomères (Vega et al., 2007).   
 
 
Une autre différence majeure entre les CDB et les télomères déprotégés dans la souche cdc13-
1 découle probablement de la similarité structurale entre les complexes CST et RPA et le rôle 
du CST dans la réplication des télomères (Gao et al., 2007 ; Sun et al., 2009 ; Paschini et al., 
2010). La fonction envisageable du CST au cours de la réplication de l’ADN terminale peut se 
rapporter à la restriction de l’action des nucléases responsables de la maturation des fragments 
Okazaki ou de la résolution de structures obstruant la progression de la fourche de réplication. 
Ce genre de problèmes peut arriver souvent lorsque la progression de la fourche de réplication 
est ralentie aux télomères ou bloquée par la présence de structures secondaires (Paeschke et al., 
2010). Récemment, la hélicase Pif1 connue pour son implication dans le traitement des 
fragments Okazaki, la résolution des structures secondaires et stabilisation de la fourche de 
 33 
réplication (Budd et al., 2006 ; Pike et al., 2009 ; Ribeyre et al., 2009 ; Lopes et al., 2011 ; 
Paeschke et al., 2011 ; Paeschke et al., 2013), était dotée d’un rôle critique dans la résection des 
télomères déprotégés dans les mutants cdc13-1 (Dewar et Lydall, 2010 ; figure 1.5). De manière 
étonnante, la délétion simultanée de EXO1 et PIF1 élimine complètement la résection et permet 
la croissance en absence de Cdc13 (Dewar et Lydall, 2010). L’effet de délétion de PIF1 est 
beaucoup plus prononcé que celle de SGS1 parce qu’une résection extensive (de plus de 500 
nt) a été détectée dans les cellules cdc13-1 exo1 sgs1 (Ngo et Lydall, 2010). Ces données 
indiquent que, contrairement à ce qui était observé pour les CDB, la hélicase Pif1 contribue à 
la résection des télomères décoiffés d’une manière plus importante que Sgs1, et que la fonction 





La fonction de protection de CST lors de la réplication des télomères semble être soutenue par 
les membres du complexe Rap1-Rif1-Rif2 de la coiffe. Rif1 et Rif2 inhibent l’activation de la 
DDR aux télomères soit en limitant l’ADN sb ou en opposant le recrutement de RPA au niveau 
du simple brin télomérique généré dans les souches cdc13-1 (Xue et al., 2011 ; Ribeyre et Shore, 
2012). La délétion de RIF1 résulte d’une perte de viabilité plus importante de cellules cdc13-1 
Figure 1.5 Modèle pour le rôle du complexe CST de la levure bourgeonnante S. cerevisiae 
dans la réplication des télomères et autres régions du génome afin de réprimer la réponse 
aux dommages à l’ADN (DDR). (Dewar et Lydall, 2012) 
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après la déprotection des télomères (Anbalagan et al., 2011). Cette même délétion détériore la 
viabilité également des mutants MRX et sae2∆ (Martina et al., 2014), qui éprouvent de 
problèmes de réplication aux télomères (Hardy et al., 2014). De plus, la délétion de RIF1 rend 
non viable la souche dna2 pif1-m2 (Martina et al., 2014), suggérant que le rôle de Rif1 est de 
supporter la vie dans des situations où la réplication des télomères est problématique ou 
défectueuse, un rôle normalement rattaché au CST. La proposition que le CST accomplie ses 
tâches exclusivement durant la réplication est appuiée par des observations, réalisées dans des 
cellules synchronisées à l’aide d’allèles degron, que le complexe CST est uniquement nécessaire 
pour protéger les télomères contre la résection à la fin de la phase S et G2/M, le temps de leur 
réplication, mais pas dans les phases G1 et S précoce, et dans les cellules quiescentes 




Les conséquences de la déprotection induite par abolition des protéines du complexe Rap1-
Rif1-Rif2 sont relativement peu explorées. Les études démontrent que Rap1, en association 
avec ses partenaires Rif1 et Rif2, permet, d’un côté, de prévenir les fusions télomère-télomère, 
et, d’autre côté, de limiter la résection des télomères (Pardo et Marcand, 2005 ; Marcand et al., 
2008 ; Bonetti et al., 2010 ; Vodenicharov et al., 2010). L’utilisation d’un allèle degron de RAP1 
pour déprotéger les télomères provoque une accumulation de simple brin aux télomères dans 
les cellules en phase G0 ou en division (Vodenicharov et al., 2010). Dans le cas des cellules en 
division, cette résection accrue dépend d’Exo1, mais persiste en absence d’Exo1 dans les 
cellules quiescentes. De plus, la présence d’ADN sb aux télomères dépourvus de Rap1 ne 
provoque pas l’activation de la DDR, ce qui est expliqué par le fait que les extensions 3’ sb 
générés sont assez courtes (Vodenicharov et al., 2010). Par contre, une autre étude démontre 
que les souches portant la délétion de RIF2 ou le domaine C-terminal de Rap1 (c’est le domaine 
liant Rif2) présentent aussi une accumulation de simple brin télomérique en phase G1 et G2 du 
cycle cellulaire (Bonetti et al., 2010b). Ces études indiquent que suite à la délétion de RIF2, la 
formation d’extensions 3’ G-riches est fortement dépendante du complexe MRX (Bonetti et al., 
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2010b ; figure 1.4d). Ensemble, ces deux études démontrent que la protéine Rap1 elle-même 
supprime directement la résection par Exo1, en plus d’inhiber l’initiation de la résection par 
MRX grâce au recrutement de Rif2. Notamment, les cellules quiescentes se comportent 
différemment des cellules en division en ce qui concerne des effets de l’inactivation de Rap1 et 
leurs exigences de nucléases conduisant à la résection (Vodenicharov et al., 2010 ; figure 1.4d).   
 
 
Finalement, la délétion d’une des sous-unités de l’hétérodimère Yku, yku70Δ ou yku80Δ, 
entraine aussi une déprotection des télomères qui se caractérise avec une diminution générale 
de la taille des télomères et une extension G-riche simple brin plus long que sur les télomères 
normaux (Gravel et al., 1998 ; Polotnianka et al., 1998 ; figure 1.4c). La présence du complexe 
Yku est importante pour protéger les télomères contre la résection extensive provoquée par la 
nucléase Exo1 (Maringele et Lydall, 2002 ; figure 1.4c). Contrairement à la situation après 
l’inactivation du complexe CST, le complexe 9-1-1 ne semble pas participer à la résection des 
télomères déprotégés de mutants ykuΔ, ni à l’activation de la DDR dans ces cellules. Le rôle 
protecteur du complexe Yku a été révélé en analysant la résection des télomères à la phase G1 
(Vodenicharov et Wellinger, 2007 ; Vodenicharov et al., 2010 ; Bonetti et al., 2010), puisque 
les télomères des cellules ykuΔ étaient principalement dégradés à ce moment, bien qu’en 
présence du complexe CST. Cette activité de protection du complexe Yku semble gagner 
d’importance à la phase G1 ou dans les cellules quiescentes en phase G0 et fonctionne en 
parallèle avec la protéine Rap1 (Bonetti et al., 2010a ; Vodenicharov et al., 2010). Dans les 
cellules quiescentes, le complexe Yku inhibe l’activité de MRX, en plus de celle d’Exo1 
(Vodenicharov et al., 2010). Le degré de la résection dans les cellules ykuΔ est beaucoup plus 
modeste que la résection qui se produit au cours de la phase S tardive dans les cellules cdc13-1 
exposées à des températures élevées. Le niveau limité de résection dans des mutants ykuΔ n’est 





La reconnaissance des télomères comme un dommage à l’ADN semble jouer un rôle dans 
diverses pathologies, tels le vieillissement et le cancer, et dans plusieurs maladies génétiques, 
tels la dyskératose congénitale, l'obésité et le diabète (Bodnar et al., 1998 ; Mitchell et al., 1999 
; Vulliamy et al., 2001 ; Fuster et Andres, 2006 ; Minamino et al., 2009). Ainsi, les télomères 
et les CDB ne doivent pas être traités de la même manière. Pris ensemble les résultats obtenus, 
en utilisant la levure bourgeonnante comme modele, indiquent que chaque composant de la 
coiffe télomérique inhibe des acteurs différents de la résection du brin C-riche, et que certains 
composants ne seraient pas indispensables à tout moment du cycle cellulaire. 
 
 
1.3 LE CYCLE CELLULAIRE 
 
 
1.3.1 Le cycle cellulaire chez Saccharomyces cerevisiae 
 
 
Le cycle cellulaire représente une série d’évènements ordonnés qui permet aux cellules de se 
diviser. Pendant ce processus hautement régulé, une cellule dite « mère » va dupliquer son 
contenu génétique et va se diviser en deux cellules « filles » génétiquement identiques, qui à 
leur tour répéteront ce cycle de division cellulaire. Selon les particularités morphologiques, on 
discerne différents types de division, dont la division par bourgeonnement qui est caractéristique 
de la levure Saccharomyces cerevisiae. Le cycle cellulaire de la levure bourgeonnante, tout 
comme celui des autres cellules eucaryotes, est constitué de quatre phases : une première phase 
de croissance où la cellule accroît sa masse, augmente le nombre des organites et s’assure que 
les conditions internes et externes sont adéquates pour la synthèse de l’ADN (G1), une phase de 
duplication du génome (S), une deuxième phase de croissance où la cellule s’assure des 
conditions sont appropriées pour entrer en mitose (G2) et une phase de ségrégation des 
chromosomes par division mitotique (M). Finalement, une période très courte, appelée 
cytocinèse, assure la division du cytoplasme et la séparation des deux cellules filles. La 
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succession ordonnée de ces étapes et des différents événements qui arrivent dans chaque phase 
du cycle cellulaire est contrôlée par des points de contrôle, comme les entrées et les sorties des 
phases S et M qui sont très fortement régulées dans le but de minimiser la transition précoce à 
la prochaine phase du cycle et d’empêcher qu’un événement se passe une deuxième fois durant 
le cycle cellulaire en cours. D’autre part, la progression du cycle cellulaire peut être bloquée 




1.3.2 Les kinases du cycle cellulaire 
 
 
Il est maintenant connu que la famille des kinases cycline-dépendante (CDK pour Cyclin-
dependent kinase) est impliquée dans la progression du cycle cellulaire chez les cellules 
eucaryotes. La Cdk principale de la levure bourgeonnante, Cdc28 (ou Cdk1), a été initialement 
découverte lors des criblages génétiques entrepris dans le but d’identifier de gènes contrôlants 
le cycle cellulaire (Hartwell et al., 1973 ; Hartwell, 1974). Les sous-unités catalytiques des 
CDKs eucaryotes sont généralement reconnues par les séquences hautement conservées entre 
les différents membres de la famille (Hanks et Hunter, 1995 ; Lörinez et al., 1984 ; Nasmyth et 
Reed, 1980), en particulier le domaine situé près de l’extrémité N-terminale nommé le motif 
PSTAIRE. Les CDKs sont des protéines kinases qui ajoutent un ou des groupements de 
phosphate sur des résidus sérine ou thréonine des protéines cibles (Nigg, 1993). La 
phosphorylation de ces substrats peut soit activater ou soit inhiber la protéine cible. Tel 
qu’indiqué par leur nom, les kinases cycline-dépendante nécessitent l’association d’une sous-
unité de cycline pour avoir leur activité (voir les sections sur les cyclines de la phase G1 [Cln1-
3] et les cyclines de type B [Clb1-6]). L’expression et la dégradation contrôlées de ces cyclines 
permettent aux cellules de réguler positivement ou négativement l’activité des CDKs. L’activité 
des CDKs peut aussi être régulée négativement par des protéines inhibitrices des CDKs (CKI 
pour Cyclin kinase inhibitors) (Morgan, 1995). Un autre type de régulation des CDKs est par la 
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phosphorylation de résidus particulaires par d’autres CDKs qui peut activer ou supprimer 
l’activité kinase. Par exemple, l’activité de la kinase Cdc28 peut être inhibée par la 
phosphorylation du groupement tyrosine à la position 19 (Y19) (Booher et al., 1993). Par contre, 
la phosphorylation du résidu thréonine à la position 169 (T169) sert à activer la kinase Cdc28 
(Kaldis et al., 1996 ; Espinoza et al., 1996 ; Thuret et al., 1996). La phosphorylation de ce résidu 
est connue pour induire l’ouverture de la région de liaison aux substrats et de faciliter le contact 
entre la Cdc28 et la cycline (Russo et al., 1996 ; Ross et al., 2000).  
 
 
Chez Saccharomyces cerevisiae, Cdc28 est la kinase principale qui permet la coordination des 
événements majeurs essentiels à la progression du cycle cellulaire. Cette kinase est la plus 
étudiée et possède plusieurs fonctions au sein de la cellule. Ses fonctions sont regroupées et 
présentées en deux groupes, la fonction classique et les fonctions non classiques, qui seront 
présentés dans les sections suivantes. Outre que la Cdc28, S. cerevisiae a cinq autres CDKs : 
Pho85 (similaire au Cdk5 des cellules de mammifères), Kin28 (similaire au Cdk7 des cellules 
de mammifères), Ssn3 (similaire au Cdk8 des cellules de mammifères), CtK1 et Bur1 
(correspondent au Cdk9 des cellules de mammifères) (Enserink et Kolodner, 2010). Pho85, une 
kinase non essentielle, s’associe avec deux cyclines de la famille Pcl (Pcl1 et 2) pour accomplir 
son rôle dans le passage de la phase G1 (Ogas et al., 1991 ; Tyers et al., 1993). Bien que l’activité 
de Cdc28 semble être suffisante pour permettre la bonne progression du cycle, nombreuses 
fonctions de Cdc28, notamment dans les phases précoces du cycle cellulaire, sont soutenues par 
Pho85 (Huang et al., 2007). Les autres CDKs, Kin28, Ssn3 et Ctk1, jouent des rôles variés dans 








1.3.2.1 La fonction classique de Cdc28 
 
 
La fonction principale de Cdc28 est de permettre la progression du cycle cellulaire, ce qui 
résulte, en grande partie, de la régulation de son activité au cours du cycle cellulaire. La 
représentation schématique de la figure 1.6 illustre les fluctuations du niveau d’activité de 
Cdc28 en fonction de la régulation par les cyclines et les inhibiteurs de kinase cyclin-dépendante 
(CKIs). Durant la phase G1, la Cdc28 est inactive due à une faible concentration de cyclines et 
d’une forte présence de CKIs (Schwob et al., 1994 ; Alberghina et al., 2004). En fin de la 
phase G1, lorsque les CKIs sont dégradés et la concentration des cyclines augmente, l’activité 
de Cdc28 augmente (Mendenhall et Hodge, 1998). Par la suite, l’activité de Cdc28 reste élevée 
jusqu’en anaphase. À l’anaphase l’activité de Cdc28 sera à nouveau réduite puisque les cyclines 
seront dégradées et les CKIs seront exprimés à nouveau (Schwob et al., 1994 ; Amon et al., 
1994). À cette étape du cycle cellulaire, il a été démontré que les cibles de Cdc28 seront 
déphosphorylées par une phosphatase, la Cdc14. Cela contribue à la réinitialisation du cycle 
cellulaire, à une baisse dans l’activité de Cdc28 et à une hypophosphorylation des cibles de 
Cdc28. La fluctuation de l’activité de Cdc28 permet d’assurer l’irréversibilité des différentes 
phases du cycle cellulaire, de restreindre la réplication de l’ADN et de prévenir l’instabilité 
génomique (de Bruin et al., 2006 ; Skotheim et al., 2008 ; Charvin et al., 2009 ; Charvin et al., 
2010). Ainsi, les fonctions classiques de Cdc28 se rapportent directement à la régulation de la 
progression du cycle cellulaire au cours duquel l’activité de Cdc28 contrôle un grand nombre 
d’évènements critiques et très variés, comme les programmes transcriptionnels, la réplication et 
ségrégation des chromosomes, la morphogenèse et la polarité cellulaire. Dans le paragraphe qui 
suit, je discute brièvement des fonctions de Cdc28 dans la régulation d’expression génique à 
titre d’exemple d’une fonction classique. Les fonctions non classiques de Cdc28, étant plus 
pertinentes par rapport des objectives de mon projet de recherche et de ce mémoire, seront 




Lors de la phase G1, Cdc28 en complexe avec la cycline Cln3, régule le départ du cycle cellulaire 
et la transition G1-S par activation de la transcription des cyclines de la phase G1 et de plusieurs 
autres gènes cibles (Tyers et al., 1993 ; Stuard et Wittenbrg, 1995). L’activation de la 
transcription des gènes de la phase G1 est médiée par les complexes de facteurs de transcription 
SBF (pour Swi4/6 Cell Cycle Box Binding Factor) et MBF (pour Mlu1 Cell Cycle Factor 
Binding Factor). Cdc28 contrôle SBF/MBF par l’intermédiaire de leur sous-unité partagée, 
Swi6 (Wijnen et al., 2002). Au début de la phase G1, le complexe SBF est lié aux promoteurs 
des gènes cibles, mais est inactivé par la protéine inhibitrice Whi5 (de Bruin et al., 2004). Ce 
n’est que suite à la phosphorylation de Whi5 par les kinases Cdc28-Cln3 et Pho85 que SBF sera 
active (Koch et al., 1996 ; Costanzo et al., 2004). L’activité de Cdk1-Cln3 facilite ensuite le 
recrutement de l’ARN polymérase II aux promoteurs de ses gènes cibles (Cosma et al., 2001). 
Bien que les groupes de gènes ciblés par les complexes SBF et MBF se chevauchent, MBF 
semble d’induire préférentiellement la transcription de gènes impliqués dans le contrôle et 
l’exécution de la réplication et la réparation de l’ADN, tel POL2, CLB5 et CLB6, or que SBF 
régule la transcription de gènes impliqués dans la progression du cycle cellulaire, la 
morphogenèse de la cellule et la duplication des corps polaires du fuseau (Wittenberg et Reed, 
Figure 1.6 Représentation schématique des différents niveaux d’activité de Cdc28, des 
cyclines et des inhibiteurs de Cdc28, les CKIs, dans les différentes phases du cycle 
cellulaire de la levure Saccharomyces cerevisiae. 
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2005). Notamment, l’élimination d’effet inhibiteur de Whi5 médiée par Cdc28-Cln3 induit 
l’expression de gènes de la phase G1, CLN1 et CLN2. Ces deux cyclines s’assoient avec Cdc28 
pour promouvoir la transcription par SBF/MBF qui est nécessaire pour la transition vers la phase 
S (Skotheim et al., 2008). Plusieurs mécanismes sous le contrôle de Cdc28 ont été proposés 
d’intervenir dans l’arrêt du programme transcriptionnel de la phase G1 et de permettre à la 
cellule d’entrer à la phase S. Ces mécanismes s’étendent de l’inactivation directe de Swi6 et 
Swi4 (Koch et al., 1996 ; Siegmund et Nasmyth, 1996 ; Sidorova et al., 1995) ou l’exclusion 
des cofacteurs de SBF/MBF du noyau (Ashe et al., 2008; Kosugi et al., 2009) à l’activation de 
suppresseurs de transcription, tel que Nrm1, qui lie et inhibe le complexe MBF (de Bruin et al., 
2006). Une fois achevé, le programme de la phase G1 est suivi par l’expression de groupe de 
gènes de la phase S incluant les gènes d’histones, les gènes de différents facteurs impliqués dans 
l’organisation des chromosomes et la dynamique du fuseau mitotique et les gènes codant pour 
des facteurs de transcription, tels que les protéines de la famille «Forkhead». Outre que la 
régulation des facteurs de transcription, Cdc28 module la transcription en interagissant avec le 
protéasome qui facilite l’élongation par l’ARN polymérase II (Ferdous et al., 2001 ; Gonzalez 
et al., 2002) ou par la régulation de facteurs modifiant la structure de la chromatine (Veis et al., 
2007 ; Holt et al., 2009 ; Fiedler et al., 2009). En conclusion, Cdc28 dispose de nombreux outils 
pour réguler différents aspects de l’expression génique ainsi contribuant à la progression 
contrôlée du cycle cellulaire.   
 
 
1.3.2.2 Les fonctions non classiques de Cdc28 
 
 
Outre que son rôle dans la progression du cycle cellulaire, Cdc28 est également connue pour 
être impliquée dans le métabolisme de l’ADN. Cet effet de Cdc28 a été initialement reconnu 
puisque les défauts dans sa régulation ont été trouvés à entraîner l’instabilité du génome qui est 
un prélude vers le vieillissement ou le développement de cancers. D’abord, certains mutants 
réduisant l’activité de Cdc28 manifestent un taux élevé de perte de chromosomes (Nugroho et 
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Mendelhall, 1994 ; Lengronne et Schwob, 2002 ; Kitazono et Kron, 2002). À part de son rôle 
dans la maintenance de stabilité des chromosomes et la ploïdie, Cdc28 participe dans plusieurs 
mécanismes qui assurent la stabilité du génome. Dans les dernières années, plusieurs études ont 
démontré que Cdc28 a des fonctions au niveau de la réparation des CDB, dans l’activation de 
la DDR (Li et Cai, 1997 ; Meyn et Holloway, 2000 ; Enserink et al., 2009) et est également 
impliquée dans la formation d’extension 3’ simple brin aux télomères natifs et déprotégés 
(Vodnicharov et Weillinger, 2007).   
 
 
1.3.2.2.1 Cdc28 et la régulation du choix de voie de réparation durant le cycle cellulaire 
 
 
Comme vue précédemment, la compétition entre les complexes Yku et MRX est un élément 
important dans le choix de la voie de réparation suite à une CDB. Pour favoriser la JENH, le 
complexe Yku inhibe les activités nucléases précoces (Wu et al., 2008). Dès que la résection 
est initiée par MRX, l’inhibition de la RH par Yku est levée et la JENH est défavorisée (Ira et 
al., 2004 ; Zhang et al., 2010). Les activités de résection impliquées dans la RH dépendent de 
l’activité de Cdc28 et elles sont promues en phase S et G2 quand l’activité de Cdc28 est la plus 
importante (Aylon et al., 2004 ; Ira et al., 2004). Tandis que la JENH qui est surtout observée 
en phase G1 du cycle cellulaire est favorisée lorsque l’activité de Cdc28 est faible (Frank-
Vaillant et Marcand, 2002 ; Karathanasis et Wilson, 2002 ; Ferreira et Cooper, 2004 ; Barlow 
et al., 2008). En plus de promouvoir la résection des CDB en S/G2/M, Cdc28 stimule le 
recrutement des facteurs de la RH, tel que la protéine Rad52 (Barlow et Rothstein, 2009). La 
résection aux CDB se produit en deux étapes : la résection initiale, menée par MRX/Sae2, est 
très limitée et est suivie par la résection extensive par l’action de Sgs/Dna2 ou d’Exo1 (Zhu et 
al., 2008 ; Mimitou et Symington, 2008 ; figure 1.4a). Sae2 et Dna2 sont deux cibles déjà 
identifiées de Cdc28 dont la phosphorylation est importante pour leur activité (Huertas et al., 
2008 ; Chen et al., 2011). De plus, Cdc28 phosphoryle les sous-unités Mre11 et Xrs2 du 
complexe MRX en mitose pour directement supprimer la JENH (Simoneau et al., 2014). 
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1.3.2.2.2 Cdc28 et l’activation de checkpoint 
 
 
Outre que son rôle dans l’induction de la RH suite à une CDB, il a été démontré que Cdc28 est 
requise pour activer l’arrêt du cycle cellulaire (Ira et al., 2004). Cependant, il existe des résultats 
contradictoires concernant l’implication de Cdc28 dans l’activation de la DDR. Une explication 
qui pourrait expliquer ses résultats opposés peut être les différents types de dommages à l’ADN 
analysés dans les différentes études en question qui peuvent conduire à des réponses aussi 
différentes. Une autre possibilité est que la cellule, dépendamment du stade du cycle cellulaire, 
pourrait répondre différemment à une CDB. En effet, il y aura une réponse modérée du 
checkpoint si la CDB se produit au cours de la phase G2/M, alors que si la CDB à lieu pendant 
la phase S l’activation du checkpoint sera plus prononcée due à l’arrêt de la fourche de 
réplication (Zierhut et Diffley, 2008). Il est possible qu’une telle réponse forte ne nécessite pas 
l’activité de Cdc28. Une dernière explication pourrait être qu’étant donné que l’activité de 
Cdc28 n’est pas suffisante pour activer la DDR, ainsi un mécanisme secondaire pourrait être 
impliqué (Barlow et al., 2008). Finalement, il est suggéré que Cdc28 régule l’activation de 
checkpoint par la phosphorylation de la protéine Rad53 (Schleker et al., 2010), une protéine qui 
stimule l’arrêt du cycle cellulaire en présence de dommages à l’ADN. Cette phosphorylation 
permet de prévenir contre l’adaptation, un processus dans lequel une cellule reprend la division 
cellulaire, même en présence de dommages à l’ADN.  
 
 
1.3.2.2.3 Cdc28 et la résection au niveau des télomères 
 
 
Au cours de la réplication des télomères, la taille de l’extension 3’ G-riche augmente et cette 
augmentation était proposée d’être un résultat de la résection du brin C-riche par l’activité des 
nucléases (Wellinger et al., 1996). Comme ce qui est observé au niveau de la résection du brin 5’ 
C-riche des CDB (Ira et al., 2004 ; Aylon et al., 2004), la résection au niveau des télomères 
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déprotégés nécessite l’activité de Cdc28 (Vodenicharov et Wellinger, 2006). Notamment, 
l’augmentation de la taille de l’extension 3’ simple brin à la fin de phase S est complètement 
perdus dans des situations où l’activité de Cdc28 est supprimée, suggérant que cette activité est 
aussi importante pour la reconstruction de la structure terminale des télomères natifs après la 
réplication des télomères (Vodenicharov et Wellinger, 2006 ; Frank et al., 2006). La 
nucléase Sae2 impliquée dans l’étape d’initiation de la résection au niveau des CDB est une 
cible connue de Cdc28 (Zhu et al., 2008), qui participe également à la formation des extensions 
3’ simple brin de télomères néoformés (Bonetti et al., 2009). L’utilisation de l’allèle sae-S267A, 
muté au niveau de son site de phosphorylation par Cdk1, confirme que la phosphorylation de 
Sae2 est nécessaire pour une résection adéquate du brin C-riche des télomères (Bonetti et al., 
2009). Bien que l’inhibition de Cdc28 entraine la perte totale de la résection au niveau des 
télomères déprotégés et natifs (Vodenicharov et Wellinger, 2006), l’ajout des séquences 
télomériques sur un télomère néoformé n’est pas entièrement supprimé par l’abolition du site 
de phosphorylation sur Sae2, suggérant que d’autres activités régulées par Cdc28 participent à 
la résection des télomères.  
 
 
1.3.3 Les cyclines du cycle cellulaire chez Saccharomyces cerevisiae 
 
 
Les premiers découverts sur les cyclines ont été faits lors des études biochimiques dans les 
échinides (Evans et al., 1983). Ce que Evans et al. (1983) avaient découvert s’était l’apparition 
et la disparition synchronisées de protéines avec les divisions lors du clivage embryonnaire 
précoce des échinides. Dans les débuts des années 1990, la réalisation que dans diverses cellules 
eucaryotes les cyclines forment un complexe avec des CDKs (Booher et al., 1989 ; Draetta et 
al., 1989 ; Gautier et al., 1990 ; Meijer et al., 1989 ; Wittenberg et al., 1990) a marqué la 
naissance de l’ère moderne dans la recherche du cycle cellulaire. Les cyclines sont définies par 
leur aptitude à se lier et à activer une CDK. Les cyclines sont souvent reconnues par la présence 
d’un domaine conservé, nommé la boîte de la cycline, un élément constitué de cinq hélices alpha 
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(Kobayashi et al., 1992 ; Noble et al., 1997). Cette structure conservée est connue pour interagir 
avec le motif PSTAIRE et les régions de la boucle T de la CDK. En effet, l’affinité entre Cdc28 
et les cyclines est favorisée grâce à la phosphorylation de la boucle T de Cdc28 (Kaldis et al., 
1996). Chez la levure bourgeonnante, Cdc28 est connue pour interagir avec 9 différentes 
cyclines au cours du cycle cellulaire. Comme mentionné auparavant, l’association d’une cycline 
à une CDK est essentielle pour l’activation de la kinase. Le schéma de la figure 1.6a permet de 
bien illustrer l’expression et la dégradation des différentes cyclines dans le cycle cellulaire de 
Saccharomyces cerevisiae. Dans les prochaines sections, les deux familles de cyclines seront 




1.3.3.1 La famille des cyclines de la phase G1 (Cln1-3) 
 
 
Parmi les neuf cyclines qui interagissent avec Cdc28 au cours du cycle cellulaire, trois d’entre 
elles appartiennent à la famille de cyclines de la phase G1 (figure 1.6a), nommée Cln. Il a été 
noté que les cellules de la levure peuvent tolérer la perte de deux gènes CLN à condition que le 
troisième soit exprimé, ainsi, la tripe délétion des CLN est non viable. En effet, la progression 
à travers la phase G1 et le point de Départ (ou « START » en anglais) du cycle cellulaire, qui 
implique l’émergence de bourgeon, la duplication des corps polaires du fuseau et l’activation 
de l’expression des cyclines de type B, nécessitent au moins une des cyclines de la phase G1 
(Cross, 1990 ; Hadwiger et al., 1989 ; Richardson et al., 1989). Les complexes Cln-Cdc28 
stimulent indirectement la synthèse de l’ADN par la protéolyse accélérée de l’inhibiteur Sic1 
des complexes Clb-Cdc28. Les mécanismes par lesquels les complexes Cln-Cdc28 favorisent 
la formation de bourgeon et la duplication des corps polaires du fuseau ne sont pas encore 
connus. Bien qu’une des cyclines Cln puisse substituer pour les autres, elles sont connues pour 
différer dans leurs fonctions, leurs propriétés et leur régulation. Par exemple, Cln1, mais pas 
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Cln2, module l’augmentation de la taille des cellules en bourgeonnement en réponse au glucose 
(Flick et al., 1998 ; Tokiwa et al., 1994). 
 
 
Les cyclines CLN1 et CLN2 sont identiques à 57% et l’homologie augmente à 72% si seule 
l’extrémité N-terminale qui contient la boîte de cycline est prise en considération. La 
transcription des gènes de CLN1 et CLN2 est maximale durant la phase G1/S. De plus, 
l’expression de ses deux gènes a été attribuée au facteur de transcription SBF (Anderson et 
Lopes, 1996 ; Andrews et Measday, 1998). La déstabilisation de ses cyclines est faite par un 
mécanisme dépendant d’ubiquitination, une modification post-traductionnelle à l’extrémité C-
terminale, ce qui induit leur dégradation par la protéasome 26S (Lankers et al., 1996 ; Skowyra 
et al., 1999 ; Tyers et al., 1992).  
 
 
Pour ce qui est de la cycline CLN3, elle est plus identique aux séquences des gènes de CLB5 et 
CLB6 que celles de CLN1 (~20% identique) et CLN2 (25% identique). L’homologie entre les 
séquences est plus grande dans la région de la boîte de cycline. Contrairement aux autres 
cyclines, la transcription de CLN3 n’est pas fortement périodique par rapport au cycle cellulaire, 
mais il y a une petite augmentation par rapport à son niveau de base à la frontière des 
phases M/G1 (Cross et Blake, 1993 ; Tyers et al., 1993). En effet, la transcription du gène de 
CLN3 est détectable tout au long du cycle cellulaire à un faible niveau. Par contre, la traduction 
de Cln3 est réprimée au début de la phase G1 par la protéine Whi3 qui séquestre l’ARNm de 
Cln3 au niveau du réticulum endoplasmique (Gari et al., 2001). Tout comme CLN1 et CLN2, 
CLN3 possède une séquence à l’extrémité C-terminale qui le rend sensible à la dégradation par 
la protéolyse (Lanker et al., 1996 ; Skowyra et al., 1999 ; Tyers et al., 1992). Le complexe Cln3-
Cdc28 est connu pour contrôler les programmes transcriptionnels et fonctionne en amont de 
Cln1 et Cln2 (Tyers et al., 1993; Marini et Reed, 1992). En effet, il est estimé que CLN3 est 5 
à 100 fois moins abondant et l’activité spécifique du complexe Cln3-Cdc28 est 2 à 20 fois plus 
faible, que les paramètres respectifs obtenus pour Cln1 et Cln2 (Levine et al., 1996 ; Tyers et 
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al., 1993). De plus, l’activité de Cln3-Cdc28 a été démontrée pour être importante pour 
l’activation de gènes médiée par SBF (Andrews et Moorw, 1992a ; Andrews et Moorw, 1992b 
; Apone et al., 1996). Cln3-Cdc28 phosphoryle Whi5, un répresseur transcriptionnel de SBF. 
Cette phosphorylation induit l’exportation nucléaire de SBF, ce qui permet d’induire la 
transcription des gènes de CLN1 et CLN2 (Arellano et Moreno, 1997 ; Aristarkhov et al., 1996). 
Il a été démontré que l’activité de Whi5 est aussi inactivée par une boucle à rétroaction positive 
par l’activité des complexes Cln1/2-Cdc28, ainsi favorisant l’expression de CLN1, CLN2 et 
CLB5 (Arndt et al., 1989 ; Arvai et al., 1995). Ces résultats supportent l’hypothèse que le 
complexe Cln3-Cdc28 joue un rôle unique dans la phase G1 en tant qu’activateur de la 







Figure 1.7 (a) Schéma des niveaux protéiques des cyclines (Cln1-3 et Clb1-6) dans 
les différentes phases du cycle cellulaire. (b) Suivi des différents stades de division de 




1.3.3.2 La famille des cyclines de type B (Clb1-6) 
 
 
La deuxième famille de cyclines se nomme les cyclines de type B. Les six cyclines de type B, 
Clb1-6, sont généralement subdivisées en trois paires en fonction de l’homologie des séquences 
et de la régulation transcriptionnelle (figure 1.6a). Tout comme les cyclines de la phase G1, les 
fonctions des membres de cette famille se chevauchent partiellement. 
 
 
1.3.3.2.1 Clb5 et Clb6 
 
 
Dans ce mémoire les cyclines Clb5 et Clb6 sont identifiées comme des cyclines de la phase S 
précoce. La séquence de gènes des cyclines CLB5 et CLB6 sont identique à 50%. La 
transcription des gènes de CLB5 et CLB6 atteint un maximum durant la phase G1/S. En effet, 
les gènes de CLB5 et CLB6 sont exprimés en même temps que les gènes de CLN1 et CLN2 
(Epstein et Cross, 1992 ; Kühne et Linder, 1993 ; Schwob et Nasmyth, 1993). L’activation de 
la transcription de ses deux gènes est connue pour être sous le contrôle de MBF (Andrews et 
Herskowitz, 1989). Sous des conditions de croissance normale, Clb5 et Clb6 ne sont pas en 
mesure d’accomplir toutes les fonctions pour faire le passage de la phase G1, car elles sont 
maintenues dans un état inactif par la protéine inhibitrice Sic1 (Schwob et al., 1994). Ce n’est 
que suite à la phosphorylation et la déstabilisation de Sic1 par Cln1/2-Cdc28 que les cyclines 
de la phase S précoce en association avec Cdc28 auront leur activité. Clb5 possède une boîte de 
destruction (Epstein et Cross, 1992 ; Kühne et Linder, 1993 ; Schwob et Nasmyth, 1993) qui 
permet au complexe Clb5-Cdc28 d’avoir une activité jusqu’en anaphase où elle sera dégradée 
ensuite par protéolyse (Basco et al., 1995 ; figure 1.6a). Or, Clb6 est dégradé à la frontière des 
phases G1/S (Dahmann et al., 1995 ; figure 1.6a). Chez Clb6 l’ajout de chaînes de molécules 
ubiquitine qui favorise sa dégradation est faite par l’ubiquitine ligase SCF, or que pour Clb5 
c’est par APC (pour Anaphase Promoting Complex). Une explication pour justifier le besoin de 
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la cellule à vouloir maintenir l’activité de Clb5-Cdc28 jusqu’en mitose peut être fournie par 
l’étude de Li et al. (2014). Les auteurs ont pu démontrer par leur méthode qui est basée sur la 
spectrométrie de masse que le complexe Clb5-Cdc28 cible et phosphoryle spécifiquement une 
phosphatase essentielle antagoniste de Cdc28, la Cdc14. Cette phosphorylation fournit un 
moyen de moduler la balance entre l’activité de Cdc28 et de la phosphatase. Ainsi, la 
dégradation de Clb5 durant la mitose permet de maintenir l’activité de Cdc28 durant les 
phases S/G2/M et de favoriser la réinitialisation du cycle cellulaire suite à l’anaphase.  
 
 
Le rôle principal des cyclines de la phase S précoce est l’initiation de la phase S dans un temps 
approprié (Schwob et al., 1994). Aussi, elles permettent de prévenir une seconde initiation des 
origines de réplication qui ont déjà été initiées (Dahmann et al., 1995) et de réguler 
négativement l’activité des Cln-Cdc28 (Basco et al., 1995). En effet, alors que Clb5 est 
nécessaire pour une réplication efficace de l’ADN, Clb6 permet d’inhiber les programmes de 
transcription de la phase G1 (Geymonat et al., 2004). En effet, Clb6-Cdc28 permet une 
régulation additionnelle de SBF et de MBF, par la phosphorylation de leur sous-unité Swi6, 
ainsi favorisant leur exportation nucléaire (Atherton-Fessler et al., 1993). Consistent avec ses 
rôles, des cellules dépourvues de Clb5 ont une phase S prolongée (Epstein et Cross, 1992 ; 
Kühne et Linder, 1993 ; Schwob et Nasmyth, 1993). Il a été observé qu’un mutant clb5Δ clb6Δ 
a un long délai dans l’initiation de la phase S, mais suite à l’initiation la durée de la phase S est 
normale (Kühne et Linder, 1993 ; Schwob et Nasmyth, 1993). Gibson et al. (2004) ont observé 
qu’une diminution dans l’activité de Cdc28 due à la délétion de Clb5 et Clb6 conduisait à une 
activation de la DDR, ce qui indique la formation de lésions à l’ADN et une capacité réduite de 







1.3.3.2.2 Clb3 et Clb4 
 
 
Les séquences de CLB3 et CLB4 sont identiques à 62%. Les transcrits de CLB3 et CLB4 
apparaissent près du début de la phase S, après que le transcrit de CLB5 et CLB6 atteignent un 
maximum, et restent élevés jusqu’à la fin de l’anaphase (Epstein et Cross, 1992 ; Fitch et al., 
1992 ; Richardson et al., 1992 ; figure 1.6a). Les régions consensus de la boîte de destruction 
de ces deux cyclines se retrouvent à l’extrémité où la séquence des acides aminés est la moins 
homologue. L’ajout de chaînes d’ubiquitine facilitant la dégradation par la protéasome 26S est 
fait par l’APC. Des expériences où des mesures sur les niveaux absolus de l’activité de la 
protéine kinase dans des cellules asynchrones ont été analysées indiquent que Clb3-Cdc28 
constitue la majorité de l’activité de Cdc28 (67%) et que la contribution de Clb4-Cdc28 est 
mineure. Le mutant clb3Δ clb4Δ clb5Δ n’est pas en mesure de former le fuseau mitotique et est 
non viable. Le mutant clb3Δ clb4Δ clb5Δ clb6Δ est également non viable, car il a de la difficulté 
à initier la phase S (Schwob et Nasmyth, 1993). Dans le mutant clb5Δ clb6Δ, il a été démontré 
que Clb3 et Clb4 peuvent initier la phase S. Elles semblent être impliquées dans la réplication 
de l’ADN, la formation du fuseau mitotique et dans la transition de la phase G2/M (Amon et al., 
1993 ; Richardson et al., 1992).  
 
 
1.3.3.2.3 Clb1 et Clb2 
 
 
Entre eux, les Clb1 et Clb2 sont identiques à 78% et leur boîte de destruction se retrouve dans 
le terminus où il y a le moins d’homologie dans leurs séquences. Clb1 et Clb2 sont ciblés pour 
la dégradation par la protéasome 26S de la même manière que les cyclines Clb5, Clb3 et Clb4. 
L’activation et l’inactivation de Cdc28 sont nécessaires pour la progression appropriée du cycle 
cellulaire, puisque des mutants Clb2 dépourvus de la boîte de destruction ne sont pas en mesure 
de quitter la phase M (Ghiara et al., 1991 ; Surana et al., 1993 ; figure 1.6a). Les cyclines Clb1 
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et Clb2 sont exprimées durant la phase G2/M et elles sont dégradées en anaphase (Mendenhall 
et Hodge, 1998 ; Seufert et al., 1995). Les transcrits de CLB1 et CLB2 atteignent un maximum 
10 minutes avant l’anaphase (Fitch et al., 1992 ; Ghiara et al., 1991 ; Richardson et al., 1992 ; 
Surana et al., 1991). Le complexe Clb2-Cdc28 est fortement régulé par Swe1. L’inhibition de 
Clb2-Cdc28 permet à la cellule de prévenir une entrée prématurée dans la mitose (Breeden et 
Nasmyth, 1987). Swe1 est aussi connu pour réguler l’activité de Clb3/4-Cdc28, mais à un 
niveau modéré. Swe1 est à son tour régulé par l’activité de Cdc28. Des analyses des niveaux 
absolus de l’activité de la protéine kinase indiquent que Clb2-Cdc28 constitue la majorité (85%) 
de l’activité de Cdc28 dans des cellules arrêtées en mitose, or que Clb1-Cdc28 est une 
composante mineure (Grandin et Reed, 1993). Phénotypiquement, CLB2 est le gène le plus 
important de la famille des cyclines de type B. Les mutants clb2Δ sont plus allongés que la 
forme circulaire habituelle de la levure bourgeonnante (Epstein et Cross, 1992 ; Fitch et al., 
1992 ; Richardson et al., 1992 ; Surana et al., 1991). Les combinaisons de délétions clb1Δ clb2Δ 
et clb2Δ clb3Δ sont létales, or que les combinaisons clb2Δ clb4Δ et clb2Δ clb5Δ sont viables. 
Le mutant clb1Δ n’a aucune évidence de phénotype mitotique et le mutant clb1Δ clb3Δ clb4Δ a 
un faible défaut mitotique (Amon et al., 1993 ; Epstein et Cross, 1992 ; Fitch et al., 1992 ; 
Ghiara et al., 1991 ; Richardson et al., 1992 ; Surana et al., 1991). Consistent avec ces résultats, 




1.3.3.3 La spécificité des complexes cyclines-Cdc28 
 
 
Comme mentionné plus haut, chez la levure bourgeonnante, la kinase Cdc28 est activée par 
l’association à neuf différentes sous-unités de cyclines. Il est proposé que le besoin de multiples 
cyclines soit probablement avantageux, car leur transcription et leur modification post-
traductionnelle sont régulées indépendamment, ce qui favorise un contrôle flexible du cycle 
cellulaire. L’abondance des cyclines est régulée par leur expression et leur dégradation. Par 
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conséquent, l’activité de Cdc28 sera également affectée. Selon le modelé quantitatif, fondé sur 
des études réalisées chez la levure à fission Shizosaccharomyces pombe, seule l’activité 
croissante de cycline-Cdk, pas la spécificité envers les protéines cibles, est responsable du 
déclenchement des différents éventements du cycle cellulaire (Stern et Nurse, 1996 ; Coudreuse 
et Nurse, 2010). Ce modèle suppose qu’il y a des différences majeures dans les niveaux de 
cyclines nécessaires pour promouvoir les différentes phases du cycle cellulaire. Les études 
quantitatives chez la levure bourgeonnante ont démontré que l’abondance de différentes 
cyclines est en fait très similaire, suggérant que le niveau de cycline-Cdc28 active ne change 
pas de façon significative au cours du cycle cellulaire (Cross et al., 2002). Des études antérieures 
faites chez la levure bourgeonnante sur la spécificité des cyclines envers différents substrats 
n’étaient pas concluantes (Bloom et Cross, 2007). Certaines études ont suggéré des 
chevauchements significatifs de substrats phosphorylés par différents complexes cycline-
Cdc28, puisque la létalité des mutants ayant des délétions de toutes les cyclines de type B peut 
être supprimée par l’expression ectopique de Clb1 (Haase et Reed, 1999). Une expression 
ectopique d’une cycline consiste à faire exprimer un gène de cycline donnée dans une cellule 
ayant des délétions dans d’autres gènes de cyclines, ce qui mène à son expression dans des 
phases où la cycline n’est pas normalement présente. De plus, la surexpression de CLB5 ou la 
délétion de SIC1 supprime la létalité des souches ayant des délétions des cyclines de la phase G1 
(Epstein et Cross, 1992 ; Schwob et al., 1993 ; Tyers M, 1996). Par contre, d’autres études 
génétiques ont démontré que les gènes de cyclines ne sont pas tout à fait interchangeables, car 
le remplacement de CLB5 avec CLB2 provoque de défauts de réplication (Cross et al., 1999 ; 
Cross et Jacobson, 2000 ; Donaldson, 2000). Pareillement, une étude menée par Schwob et al. 
(1993) a démontré que les cyclines qui sont exprimées tôt dans le cycle ne sont pas en mesure 
d’accomplir les fonctions des complexes cycline-Cdk1 présents en fin de cycle (Schwob et 
Nasmyth, 1993). Des analyses par spectrométrie de masse ont permis d’identifier de protéines 
liant spécifiquement les cyclines Cln2, Clb2, Clb3 et Clb5 (Archambault et al., 2004). Les 
protéines identifiées dans cette étude avaient une fonction soit en amont, soit en aval des 
complexes cycline-Cdk1, ce qui indique à la fois que, la régulation et l’interaction des 
complexes cycline-Cdc28 avec leurs cibles, sont spécifiques (Archambault et al., 2005). 
 53 
Ensemble, ces résultats ont suggéré que la faculté des cyclines de substituer l’un pour l’autre 
est limitée et qu’il existe une spécialisation importante dans la capacité des cyclines de cibler 
différents substrats.   
 
 
Ce n’est que dans la fin des années 2000, que l’importance de la capacité des cyclines à cibler 
spécifiquement les substrats de Cdc28 et d’initier différents événements du cycle cellulaire avait 
été mise en évidence. Loog et Morgan (2005) ont identifié, parmi plus de 150 protéines cibles 
de la Cdk1, les substrats phosphorylés préférentiellement par Clb5-Cdc28 plutôt que par Clb2-
Cdc28 (Loog et Morgan, 2005). Près de 40 protéines étaient phosphorylées de façon plus 
efficace par Clb5-Cdc28. Parmi eux, les protéines Sld2, Cdc6, Orc6 et Mcm3 qui sont 
impliquées dans l’initiation de la réplication d’ADN ont été trouvées parmi les substrats 
spécifiques pour la cycline Clb5. Notamment, la spécificité de Clb5 dépende de l’interaction 
entre un domaine hydrophobe de Clb5 avec une courte séquence présente dans le substrat (RXL, 
contenant arginine et leucine) (Loog et Morgan, 2005). La séquence RXL constitue un site de 
reconnaissance ou site d’amarrage (du terme anglais «docking site») caractéristique pour les 
substrats de la cycline Clb5 et n’est pas présente dans les substrats de la cycline mitotique Clb2. 
Récemment, d’autres études ont pu identifier un site d’amarrage, autre que RXL, spécifique 
pour les cyclines Cln1 et Cln2 impliquées dans la transition G1/S, mais pas pour les cyclines de 
phases G1, S et M (Bhaduri et Pryciak, 2011 ; Kõivomägi et al., 2011). Ce site, lié de manière 
spécifique par la cycline Cln2, était trouvé dans certaines protéines de signalisation, comme 
Ste5 et Ste20, impliquées dans la réponse aux phéromones, mais aussi dans certaines protéines 
régulatrices de la transition G1/S, comme Whi5 et Sic1. La liaison spécifique de la cycline au 
site d’amarrage augmente l’efficacité de phosphorylation du substrat par Cdc28. De plus, Cln2-
Cdc28 manifeste également une spécificité vers le site consensus reconnu par Cdc28, suggérant 
que la cycline non seulement dirige la kinase vers le substrat, mais influence la sélectivité de 
son site actif pour permettre la phosphorylation de séquences consensus distinctes (Kõivomägi 
et al., 2011). Les résultats et les conclusions principales de ces études ont été récemment 
confirmés en utilisant une nouvelle approche basée sur l’immunoprécipitation des complexes 
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actifs cycline-Cdc28 couplée à la spectroscopie de masse (Li et al., 2014). Cette étude a 
démontré que chacun des complexes Cln2-Cdc28 et Clb5-Cdc28 cible ses propres substrats 
spécifiques pour phosphorylation (il y avait juste une protéine en commun sur 20 substrats 
caractérisés pour les deux cyclines). Finalement, en utilisant une méthode basée sur la 
complémentation des fragments de protéines, Ear et al. (2013) a démontré la dépendance de la 
phosphorylation de plusieurs substrats de Cdc28 d’une cycline en particulier (Ear et al., 2013). 
Ainsi, l’ensemble de ces études récentes nous indique que chacun des complexes cycline-Cdc28 
peut accéder à des cibles précises grâce à des interactions spécifiques cycline-substrat et que 
l’activation ordonnée et robuste des événements dans le cycle cellulaire dépende du changement 
graduel de la spécificité des cyclines. 
 
 
Le modèle actuel expliquant comment la spécificité des complexes cycline-Cdc28 vers 
différents substrats peut réguler la phosphorylation sélective de ces substrats et, respectivement, 
l’exécution ordonnée des événements durant le cycle cellulaire est illustré dans la figure 1.8. Ce 
modèle propose que i) les complexes cycline-Cdc28 augmentent graduellement leur activité et 
leur spécificité vers le site consensus classique (la rangée du haut), ii) les cyclines utilisent des 
sites d’amarrage spécifiques pour se fixer à leurs substrats particulaires et augmenter l’efficacité 
de phosphorylation et iii) certaines cyclines, par exemple les cyclines G1/S, Cln1 et Cln2, 
peuvent moduler la spécificité du site actif de Cdc28 de manière qu’elle soit en mesure de 














Figure 1.8 Représentation schématique expliquant les changements dans la spécificité 
de Cdc28 (Cdk1) envers différents substrats durant le cycle cellulaire. Le site actif de 
Cdk1 est représenté par une ouverture sous forme d’un triangle. Les sites de reconnaissance 
des cyclines sont représentés par un trou en forme de rectangle (Cln2) et de différentes 
grandeurs de trapèze (Clb5, Clb3 et Clb2). (Kõivomägi et Loog, 2011) 
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1.4 L’OBJECTIF DE TRAVAIL 
 
 
Notre laboratoire s’intéresse aux rôles des systèmes cellulaires de réparation d’ADN dans le 
maintien des télomères. Les télomères qui sont composés de complexes nucléoprotéiques 
permettent la protection des extrémités des chromosomes eucaryotes contre la dégradation. Il a 
été observé que la déstabilisation des télomères, induite par l’inactivation de la protéine Cdc13 
dans les cellules cdc13-1, conduit à la résection extensive et non contrôlée des extrémités des 
chromosomes. Cette résection est sous le contrôle de la principale kinase cycline-dépendante 
du cycle cellulaire, Cdc28, en collaboration avec les cyclines de type B. De plus, des études 
récentes ont permis de démontrer la spécificité d’activité des différents complexes cycline-
Cdc28 envers différents substrats à des moments précis dans le cycle cellulaire. À partir de ses 
observations, nous avons émis l’hypothèse que l’une des kinases Clb-Cdc28 est impliquée dans 
la résection des télomères déprotégés dans les cellules cdc13-1. Ainsi, mon objectif a été de 





















2.1 CONSTRUCTION DE SOUCHES  
 
 
Les souches de levure (Saccharomyces cerevisiae) utilisées lors de ces essais sont d’haploïdes 
de type sexué A ou α du fond génétique (background) BF264-15DU (ade1 arg4 his2 leu2-3, 
112 trp1-1 ura3Δns) (Reed et al., 1985). Les cultures de levure ont été maintenues dans milieu 
YEP (1% yeast extract, 2% Bacto Peptone, 0.005% adénine) complété avec 2% de dextrose 
(YEPD) ou galactose (YEPG) comme source de carbone. Un grand nombre des souches nous 
ont été gracieusement fournies par notre collaborateur Dr Éric Bailly du Centre de Recherche 
en Cancérologie de Marseille (CRCM), tandis que d’autres nous avons obtenues par 
croisements comme décrits ci-dessous. Le nom de ses souches portant des différentes délétions 
des cyclines de type B (génotype) est regroupé et présenté dans les tableaux 2.1 et 2.2. Chacun 
de ces génotypes a été combiné soit avec l’allèle sauvage du gène codant la protéine Cdc13p, 

















TABLEAU 2.1 Énumération des souches et leur génotype dans leur groupe respectif. 
 
 
1er Groupe 2ème Groupe 3ème groupe 
Phase S 
précoce 
















clb3,4Δ ; clb3,5Δ ; clb3,6Δ ; 





clb3,4,5Δ ; clb3,4,6Δ ; 
clb3,5,6Δ et clb4,5,6Δ 





 clb3,4,5,6Δ GAL-CLB5 clb1,2,3,4Δ GAL-CLB1 
 
TABLEAU 2.2 Liste des souches avec leur génotype complet. 
 
Souche Génotype Source 
YE46 
WT (MATa bar1Δ ade1 arg4 his2 leu2-3, 112 trp1-1 
ura3Δns) 
E. Bailly YE48 WT (MATα bar1Δ arg4) 
YE3552 
WT (MAT? leu2::GAL-CLB5::LEU2) 
YE3553 
MKY6 
WT (MAT? leu2::GAL-CLB1::LEU2) Cette étude 
MKY7 
YE1613 MATa bar1 cdc13-1 CLN2-3HA::URA3 
E. Bailly 
YE1615 MATa cdc13-1 
MKY9 MATα cdc13-1 leu2::GAL-CLB5::LEU2 
Cette étude 
MKY10 MATa cdc13-1 leu2::GAL-CLB5::LEU2 
YE1663 MATa cdc13-1 clb3::TRP1 
E. Bailly 
YE1803 MATa cdc13-1 clb4::HIS2 
YE2724 MATa bar1 cdc13-1 clb5::ARG4 
YE2850 MATa bar1 cdc13-1 clb5::URA3 
YE3623 MATa bar1 cdc13-1 clb6::ADE1 
MVY672 MAT? cdc13-1 clb6::ADE1 Cette étude 
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YE736 




MATα BAR1 clb1::URA3 clb2::LEU2 leu2::GAL-
CLB1::LEU2 
YE2712 MATa cdc13-1 clb1::URA3 clb2::LEU2 leu2::GAL-
CLB1:LEU2 YE2713 
YE1807 MATa clb3::TRP1 clb4::HIS2 
YE1806 MATa cdc13-1 clb3::TRP1 clb4::HIS2 ura3::TUB1-GFP 
YE2849 MATa BAR1 cdc13-1 clb3::TRP1 clb5::URA3 
MVY644 




MAT? cdc13-1 clb3::TRP1 clb6::ADE1 
MVY647 
MKY20 
MAT? cdc13-1 clb4::HIS2 clb5::ARG4 
MKY21 
MKY22 MAT? cdc13-1 clb4::HIS2 clb5::ARG4 CLN2-3HA::URA3 
MVY648 
MAT? clb4::HIS2 clb6::ADE1 
MVY649 
MVY670 
MAT? cdc13-1 clb4::HIS2 clb6::ADE1 
MVY673 
YE733 MATa clb5::ARG4 clb6::ADE1 
E. Bailly 
YE3368 MATa bar1 clb5::TRP1 clb6::ADE1 
YE2739 MATα cdc13-1 clb5::ARG4 clb6::ADE1 
YE2741 MATa BAR1 cdc13-1 clb5::ARG4 clb6::ADE1 
YE2846 MATa bar1Δ clb3::TRP1 clb4::HIS2 clb5::URA3 
YE3575 
MAT? clb3::TRP1 clb4::HIS2 clb5::ARG4 leu2::GAL-
CLB5::LEU2 
YE2843 MATa bar1Δ cdc13-1 clb3::TRP1 clb4::HIS2 clb5::URA3 
MKY23 
MAT? cdc13-1 clb3::TRP1 clb4::HIS2 clb5::ARG4 CLN2-
3HA::URA3 
Cette étude 





MAT? clb3::TRP1 clb4::HIS2 clb6::ADE1 Cette étude 
MVY674 
YE3577 
MAT? clb3::TRP1 clb4::HIS2 clb6::ADE1 leu2::GAL-
CLB5::LEU2 
E. Bailly 
YE2804 MATa cdc13-1 clb3::TRP1 clb4::HIS2 clb6::ADE1 
YE3664 MAT? cdc13-1 clb3::TRP1 clb4::HIS2 clb6::ADE1 
MVY675 
MAT? cdc13-1 clb3::TRP1 clb4::HIS2 clb6::ADE1 
Cette étude 
MVY676 
MVY624 MATα cdc13-1 clb3::TRP1 clb4::HIS2 clb6::ADE1 
leu2::GAL-CLB5::LEU2 MVY625 
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YE2847 MATa bar1 clb3::TRP1 clb5::URA3 clb6::ADE1 E. Bailly 
MKY25 MAT? clb3::TRP1 clb5::ARG4 clb6::ADE1 Cette étude 
YE3578 
MAT? clb3::TRP1 clb5::ARG4 clb6::ADE1 leu2::GAL-
CLB5::LEU2 
E. Bailly YE3625 MATa BAR1 cdc13-1 clb3::TRP1 clb5::ARG4 clb6::ADE1 
YE3668 
MATa bar1::URA3 cdc13-1 clb3::TRP1 clb5::ARG4 
clb6::ADE1 
MVY635 MATα cdc13-1 clb3::TRP1 clb5::ARG4 clb6::ADE1 
Cette étude 
MVY637 MATa cdc13-1 clb3::TRP1 clb5::ARG4 clb6::ADE1 
leu2::GAL-CLB5::LEU2 MVY640 
MVY677 MAT? clb4::HIS2 clb5::ARG4 clb6::ADE1 
MVY632 
MATa bar1 clb4::HIS2 clb5::ARG4 clb6::ADE1 leu2::GAL-
CLB5::LEU2 
MVY634 
MATa clb4::HIS2 clb5::ARG4 clb6::ADE1 leu2::GAL-
CLB5::LEU2 
MKY26 MAT? cdc13-1 clb4::HIS2 clb5::ARG4 clb6::ADE1 
MVY631 
MATα cdc13-1 clb4::HIS2 clb5::ARG4 clb6::ADE1 
leu2 ::GAL-CLB5 ::LEU2 
YE732 
MATa BAR1 clb1::URA3 clb2::LEU2 clb3::TRP1 
clb4::HIS2 leu2::GAL-CLB1::LEU2 
E. Bailly YE2717 
MATα bar1 clb1::URA3 clb2::LEU2 clb3::TRP1 clb4::HIS2 
leu2::GAL-CLB1::LEU2 
YE2742 MATa bar1 cdc13-1 clb1::URA3 clb2::LEU2 clb3::TRP1 
clb4::HIS2 leu2::GAL-CLB1::LEU2 YE2743 
MVY622 
MATα clb3::TRP1 clb4::HIS2 clb5::ARG4 clb6::ADE1 
leu2::GAL-CLB5::LEU2 
Cette étude 













La délétion des cyclines est faite à l’aide de l’insertion de marqueurs auxotrophiques dans le 
gène de la cycline selon les protocoles publiés (Wach et al., 1994 ; Brachman et al., 1998). 
L’auxotrophie est l’incapacité d’un organisme vivant à synthétiser un composant organique 
nécessaire à son développement. En effet, l’insertion d’un de ces marqueurs dans un gène de 
cycline complémente cette incapacité et permet aux cellules de pousser sur un milieu sélectif ne 
 61 
possédant pas le composé en question. Ainsi, ceci nous permettra de suivre la délétion de 
cyclines lors de croisement de souches haploïdes et de sélectionner les souches possédant les 
délétions désirées. Nous avons croisé de cellules haploïdes de type sexué opposé portant 
chacune des mutations différentes pour former une souche diploïde A/α et ensuite appliqué une 
sélection sur un milieu synthétique complète (SC) dépourvu des acides aminés ou nucléotides 
désirés (Rose et al., 1990 ; Guthrie et Fink, 1991). Afin d’illustrer les étapes de la technique, un 
exemple de la construction du mutant MAT α cdc13-1 clb3,4Δ est présenté dans la figure 2.1. 
Le croisement des souches haploïdes à lieu sur un milieu riche en nutriment. Dans mes 
expériences, tous les croisements ont eu lieu à température pièce afin de favoriser le croisement 




Figure 2.1. Présentation schématique des étapes de la technique de croisement. Dans cet 
exemple, les haploïdes MAT A cdc13-1 clb3::URA3 et MAT α clb4::TRP1 ont été choisis pour 
la construction du mutant MAT α cdc13-1 clb3,4Δ. Le milieu de pétrie qui a été servi pour le 
croisement des deux mutants et de la croissance des spores a été YEPD. Le milieu qui a été 
utilisé pour sélectionner les cellules diploïdes a été SC- Ura-Trp-. La culture liquide avant la 
sporulation a été du YEPD.  
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Après avoir choisi les deux souches haploïdes, une culture fraîche a été préparée et 20µL de 
chaque culture mélangée sur une pétrie YEPD, un milieu riche, est incubé à température pièce. 
Le croisement de souches GAL-CLB5/1 a été fait sur une boîte de pétrie YEPG. Afin de se 
débarrasser des cellules haploïdes, le produit de croisement a été strié sur un milieu sélectif qui 
ne possède pas les nutriments respectifs et incubés à température pièce ou à 30°C si l’une des 
souches haploïdes possédait l’allèle sauvage CDC13. Les génotypes désirés ont été obtenus 
après sporulation et dissection de tétrades méiotiques selon les protocoles établis (Rose, 1990 ; 
Guthrie et Fink, 1991). Les cellules diploïdes ont été lavées dans l’eau stérile avant d’être 
incubées à température pièce dans 0,5% KAc, un milieu de sporulation en carence d’azote, 
jusqu’au temps qu’on a observé l’apparition des tétrades sous microscope (3 à 4 jours en 
général). Les produits méiotiques ont été resuspendus et incubé dans 100µL d’une solution de 
zymolyase (0,5mg/mL) dans du SCE (1M Sorbitol, 100mM Acide citrique et 60mM EDTA, 
pH7,5) sur la paillasse pendant 15 min. Après dilution dans 800µL SCE, 15µL ont été transférés 
sur une boîte de milieu riche et les tétrades disséquées à l’aide d’un microscope à dissection 
(Zeiss Axio Scope.A1, Iéna, Allemagne). Les boîtes de pétrie contenant les spores isolées ont 
été incubées à température pièce jusqu’à ce qu’il y a la formation de colonies. Chaque spore a 
été caractérisée sur des milieux sélectifs qui permettent d’identifier le génotype de ces cellules 
haploïdes. La présence de l’allèle cdc13-1 a été déterminée par une exposition à 32°C sur un 
milieu riche. Le type sexué des haploïdes a été déterminé par PCR comme décrite 
précédemment (Huxley C, TIG 1990).   
 
 
2.2 ANALYSES DE CROISSANCE 
 
 
Des cultures en phase exponentielle (entre 1 à 1.2 x 107 cellules/mL) ont été obtenues à partir 
d’une culture dense fraîchement préparée. Ensuite, à partir de la culture en phase exponentielle 
et en phase stationnaire, une dilution à 0.05 x 107 cellules par millilitre de milieu riche a été 
préparée et 100µL a été transférée dans un puits d’une plaque stérile à 96 puits. Compte tenu du 
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nombre de souches, les cultures diluées ont été déposées dans la plaque en duplicata ou en 
triplicata. À l’aide d’un lecteur de microplaque (Synergy HT, Bio-Tek, USA), la densité optique 
des cultures a été mesurée à chaque 10min à une longueur d’onde de 660nm pour une durée de 
36h. L’expérience a été effectuée à des différentes températures, permissive (23°C), semi-
permissive (28°C) ou restrictive (31°C) pour la croissance des cellules portant l’allèle cdc13-1. 
Les données mesurées dans Gen5 ont été exportées sous forme de tableau Excel. Les données 
ont été analysées par deux méthodes : aire sous la courbe ou le logiciel GrowthRates. 
 
 
2.2.1 Analyse par aire sous la courbe 
 
 
L’analyse de croissance des cultures de 0,05 x 107 cellules par millilitre de milieu riche diluées 
à partir d’une culture en phase stationnaire a été calculée par une méthode de base de l’aire sous 
la courbe (AUC). L’AUC est une méthode non-paramétrique où le fitness est défini par le 
logarithme de l’AUC (McLellan et al., 2012). Le calcul de l’aire sous la courbe a été fait dans 
Excel. L’équation qui a été utilisée est la suivante (figure 2.2): 
AUC = ∑ ½ (yn+yn+1)Δx 
où  
∑ : somme 
Δx : intervalle de temps entre la lecture n et n+1 
yn : densité optique à 660nm mesurée au temps n 








Les résultats d’AUC ont été exprimés en unité de OD660 x heures. 
Figure 2.2 Représentation schématique d’une courbe divisée dans 5 intervalles de temps 
égaux et où les valeurs de densité optique sont représentées par les variables yn dans le 
but de calculer l’aire sous la courbe.  
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2.2.2 Analyse par le logiciel GrowthRates 
 
 
L’analyse de croissance des cultures de 0,05 x 107 cellules par millilitre de milieu riche diluées 
à partir d’une culture en phase exponentielle a été calculée par l’outil informatique GrowthRates 
(Hall et al., 2013). Ce logiciel permet de calculer le taux de croissance (min-1) des courbes de 
croissance hétérogènes. Le taux de croissance permet d’étudier les changements dans le nombre 
d’individus dans une population dans un temps donné. 
 
 
2.3 TESTS DE CROISSANCE SUR MILIEU SOLIDE 
 
 
À partir d’une culture dense dans YEPG, trois cultures dans YEPG ont été préparées et incubées 
durant la nuit à 24°C. Lorsque les cultures ont atteint la phase exponentielle (1 à 1,2 x 107 
cellules/mL), elles ont été réparties de la façon suivante: une partie a servi de contrôle et n’était 
pas soumis à l’étape de préincubation à température élevée, une deuxième partie a été 
préincubée à 32°C pendant 4h et, finalement, une autre partie a été lavée dans l’eau stérile, 
resuspendue dans YEPD pour réprimer l’expression du gène sous contrôle du 
promoteur GAL1,10 et incubée à 32°C pendant 4h. Suite à ces incubations, le volume de la 
culture exponentielle qui correspondait à 1 x 107 cellules a été centrifugé et resuspendu dans 
1mL d’eau stérile. Des dilutions de 105, 104, 103 et 102 cellules/5µL dans d’eau stérile ont été 
préparées à partir du microtube de 107 cellules/mL. Finalement, 5µL de ces dilutions a ensuite 
été transféré doucement sur une pétrie, de façon à ce que le volume transféré forme un cercle. 
L’information sur la source de carbone et la température d’incubation des pétries sont décrites 
directement dans la légende des figures. Les différentes étapes de la technique du spot test ont 






2.4 DÉPROTECTION DES TÉLOMÈRES ET RÉCOLTES D’ÉCHANTILLONS  
 
 
Deux cultures (YEPD) en phase exponentielle (1 à 1,2 x 107 cellules/mL) incubées à 24°C ont 
été obtenues à partir d’une culture incubée à 24°C durant la nuit. Pour une de ces cultures qui 
sert de contrôle, l’incubation à 24°C se poursuivie pendant 2h30 supplémentaires. L’autre 
culture a été incubée soit à une température semi-permissive (28°C) ou non-permissive (32°C) 
pendant 2h30. Finalement, des échantillons ont été récoltés pour la quantification de l’ADN 
simple brin (ADN sb) aux télomères déprotégés, la cytométrie en flux pour déterminer la 
position dans le cycle cellulaire des cellules et l’immunobuvardage de type western. Après 
centrifugation, les culots cellulaires ont été conservés à -80°C. Les échantillons pour cytométrie 
en flux ont été centrifugés à 13000rpm pendant 20sec et les cellules ont été resuspendues dans 
1mL éthanol 70% froide. Les différentes étapes d’expérience ont été illustrées dans la figure 2.4. 




2.5 LA TECHNIQUE DE L’HYBRIDATION NON DÉNATURANTE 
 
 
La technique d’hybridation non dénaturante permet de visualiser l’ADN sb aux télomères à 
l’aide d’une sonde radiomarquée spécifique aux séquences télomériques. À l’aide d’un logiciel 
de quantification, tel ImageQuant, on est également en mesure de quantifier les signaux 
d’hybridation et, respectivement, les quantités d’ADN sb générées sous différentes conditions. 




2.5.1 Extraction et purification de l’ADN génomique 
 
 
Les échantillons de cellules congelées ont été lavés avec 100µL eau stérile et transférée dans un 
microtube de 1,5mL stérile identifié. Les cellules ont été resuspend dans 200µL tampon de lyse 
(100mM Tris-HCl pH8, 50mM EDTA, 1% SDS et 250mM NaCl). Ensuite, nous avons ajouté 
des billes de verres stériles de 425-600µm de diamètre (Sigma-Aldrich, MO U.S.A.) de façon à 
Figure 2.4 Récolte d’échantillons suite à la déprotection des télomères. 
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ce qu’il reste 2mm de liquide à la surface et le tube a été bien fermé avec du parafilm. La lyse 
mécanique a été faite à l’aide d’un homogénéisateur FastPrep® -24 (MP biomedicals, CA, 
USA) à une puissance de 4.5 pendant 60sec. Le lysat a été transféré dans un nouveau microtube 
de 1,5mL stérile en perçant le font du tube avec une aiguille chauffée et d’une brève 
centrifugation. À ce lysat, 200µL de tampon de lyse et 400µL d’une solution de 
phénol/chloroforme/alcool isoamylique (24:25:1) ont été bien mélangés par vortex et 
centrifugés à 13000rpm pendant 10min à température pièce. La phase aqueuse a été transférée 
dans un nouveau microtube et 1mL d’EtOH froide 100% a été ajouté, afin de permettre la 
précipitation de l’ADN génomique à -80°C pendant 1h. Le tube a été centrifugé à 13000rpm 
pendant 10min à température pièce et le culot a été lavé avec 500µL d’EtOH 70% froid. Le 
microtube a été incubé pendant 5 min sur la paillasse et centrifugé à nouveau à 13000rpm 
pendant 10min. Le culot séché à l’air a été dissous dans 50µL TE (10mM Tris-HCl pH8 et 1mM 
EDTA) et traité avec 2,5µL RNaseA (10mg/mL) à 37°C pendant 1h. 150µL TNE (10mM Tris-
HCl pH8, 100mM NaCl et 1mM EDTA) et 5µL Protéinase K (20mg/mL) ont été ajoutés et les 
échantillons incubés à 37°C pendant minimum 2h. Après une extraction au 
phénol/chloroforme/alcool isoamylique (24:25:1) et une deuxième au chloroforme/alcool 
isoamylique (24:1), la phase aqueuse a été transférée dans un nouveau tube stérile et l’ADN a 
été précipité avec 2 volumes d’EtOH froide 100% à -80°C. Finalement, l’ADN séché est dissous 
dans 40µL de TE et laissé à 4°C pour permettre l’homogénéisation de l’échantillon. 
 
 
2.5.2 Préparation des échantillons 
 
 
Après une incubation durant la nuit à 4°C, on a dosé l’ADN à l’aide d’une courbe standard du 
phage λ dilué dans du TE (2; 1; 0,5; 0,25; 0,125 et 0µg/mL) dans une plaque noire à 96 puits. 
Dans un puits, 2µL de l’échantillon a été ajouté dans 200µL d’une solution de 1µg/mL Hoechst 
(10mg/mL) avec 1X TNE filtré pH7,4. La lecture de la fluorescence (360/460nm) a été faite à 
l’aide d’un lecteur de plaque Synergy HT (BioTek, VT U.S.A.). Le volume correspondant à 
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1µg d’ADN a été prélevé de l’échantillon et digéré avec l’enzyme de restriction XhoI (New 
England BioLabs) dans un volume final de 20µl. Dans ce volume final, 5µL du mélange 
réactionnel (Tampon NEB 4 1X, 100µg/mL BSA, 20ng RNaseA (10mg/mL) et 10u XhoI) ont 
été incubés durant la nuit à 37°C. Les produits de digestion ont été colorés avec 2µL colorant 
de chargement 10X. 
 
 
2.5.3 Préparation des sondes radiomarquées 
 
 
2.5.3.1 Préparation des sondes télomériques par marquage d’oligonucléotides  
 
 
Dans un microtube stérile, 11µL d’eau stérile, tampon PNK 1X, 200ng oligonucléotide (CA22: 
5'-ACCACCACACACACCCACACCC) purifié par HPLC, 1µL Kinase T4 polynucléotide et 
4µL γ-ATP32 (Enzymatics, MA U.S.A.) ont été mélangés et ensuite incubés à 37°C pendant 1 
heure. Après ce temps, 50µL TE (10mM Tris-HCl pH8 et 1mM EDTA) a été ajouté au mélange 
réactionnel et incubé à 65°C pendant 10min afin d’inactiver l’enzyme. Les nucléotides libres 
ont été éliminés à l’aide d’une micro colonne G-50 ProbeQuantTM (GE Healthcare) selon les 
instructions du manufacturier et l’activité spécifique de la sonde radiomarquée a été vérifiée par 
un compteur à scintillation liquide (Beckman Coulter, CA U.S.A.).  
 
 
2.5.3.2 Préparation d’une échelle radiomarquée  
 
 
Dans un microtube stérile, 5µg d’une échelle moléculaire (New England Biolabs, MA, USA) et 
30 unités de T4 ADN polymérase (Enzymatics, MA, USA) ont été mélangés dans le tampon 
fourni par la compagnie (50mM NaCl, 10mM Tris-HCl (pH7.9), 10mM MgCl2, 1mM DTT), 
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incubés 5 min. à température ambiante et placée sur la glace. Désoxyribonucléotides 
triphosphates (dATP, dGTP et dTTP; 200µM) froids ont été ajoutés, ainsi que 3µl α–dCTP32 
radiomarqué (3000Ci/mmol), et l’incubation poursuivie à 30°C durant 5 min. Le désoxycytidine 
triphosphate (200µM) a été ajouté et le mélange a été incubé pendant 2 min à 37°C. Finalement, 
la T4 polymérase a été inactivé par l’ajout d’un volume égal (50µl) de sodium dodecyl sulfate 
(SDS) 1% et les produits radiomarqués ont été purifiés sur une micro colonne G-50 
ProbeQuantTM (GE Healthcare, U.K). Après dilution dans 1% SDS, environ 20 000cpm de 




2.5.4 Électrophorèse et hybridation dans gel natif 
 
 
Les produits de digestion ont été migrés sur un gel d’agarose 0,75% dans le tampon TBE 1X 
(360mM Trizma Base, 355mM acide borique et 9mM EDTA, pH8,4) à 80V pendant 4 heures 
à température pièce. Ensuite, le gel d’agarose est coloré avec une solution de bromure 
d’éthidium (50µg/mL) afin de visualiser l’ADN digéré à l’aide d’une photodocumentation (MBI 
Lab equipment modèle BioVision1000, QUE, CAN). Le gel d’agarose a été séché à température 
ambiante à l’aide d’un sécheur de gel (ThermoSavant SGD200 Slab Gel Dryer, U.S.A.) de façon 
à ce qu’on a obtenu un gel déshydraté très mince (Dionne I, 1996). Ensuite, le gel séché a été 
scellé dans un sachet en plastique et hybridé à l’aide d’un oligonucléotide radiomarqué (2 x 106 
cpm par gel) spécifique aux séquences télomériques dans 20mL de tampon d’hybridation 
(SSC 5X, P-wash 0,1X (0,05mM pyrophosphate inorganique et 1mM Na2HPO4), Denhardts 5X, 
2µL ATP 20mM et 2mg ADN de sperme de saumon dénaturé) et de 10µL sonde radiomarquée 
durant la nuit dans un bain marin à 37°C (FisherScientific modèle 220, 15-462-20). Le gel a été 
ensuite lavé avec du 0,25X SSC pH7 pendant 3 heures avec une faible agitation jusqu’à ce que 
le bruit de fond du gel a été inférieur à 100cpm (mesuré par lecteur de type Geiger GSM-500 
(Wm.B. Johnson & Associates Inc., VA, USA). Le gel a été a été exposé sur un écran phosphore 
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luminophore dans une cassette d’exposition radiologique et les signaux ont été ensuite révélés 
par un phosphorimager Typhoon FLA 9500 (GE Healthcare, U.K.). La quantification du signal 
dans chaque piste correspondant à la quantité d’ADN simple brin présent dans l’échantillon a 
été effectuée à l’aide du logiciel ImageQuant. Afin de normaliser les données par rapport à la 
quantité d’ADN total chargée dans chaque piste, les gels ont été dénaturés dans 500mL solution 
de dénaturation (150mM NaCl et 0,5M NaOH) à température pièce pendant 25min, neutralisés 
dans 500mL solution de neutralisation (150mM NaCl et 0,5M Tris-HCl pH8) à température 
pièce pendant 20min avec des faibles agitations et, finalement, rehybridés avec la même sonde 
radiomarquée. Après des lavages dans 0.25X SSC, les gels ont été exposés sur un écran 
phosphore et les signaux quantifiés par un phosphorimager comme décrit ci-dessus. 
 
 
2.5.5 Quantification des signaux 
 
 
Une fois que les écrans phosphore ont été révélés, l’image numérique du gel hybridé par une 
sonde spécifique CA-riche sous conditions non dénaturantes (figure 2.5a) nous a servie pour 
quantifier la quantité de l’ADN simple brin (figure 2.5b). Dans l’exemple de gel présenté dans 
la figure 2.5b, la piste 1 représente le contrôle yku70Δ. Les 4 pistes qui suivent correspondent 
à la souche type sauvage et cdc13-1 incubées à 23°C (2 et 4, respectivement) et à 32°C (3 et 5, 
respectivement). À l’aide d’ImageQuant, les pistes ont été sélectionnées par un rectangle (figure 
2.5b). Finalement, le bruit de fond (6) a été soustrait des signaux, afin d’obtenir la quantité 
d’ADN simple brin final. Le bruit de fond a également été soustrait par le logiciel en 
sélectionnant l’option «Local Average» dans la fenêtre de «Background correction inspector». 
ImageQuant va soustraire le bruit de fond environnant des régions sélectionnées (figure 2.5b). 
Les données mesurées dans ImageQuant ont été exportées sous forme de tableau Excel. À la 
suite de la dénaturation du gel et de la rehybridation avec la même sonde CA-riche (figure 2.5c), 
les pistes sont sélectionnées (figure 2.5d) et ils représentent cette fois-ci la quantité d’ADN 
totale. La soustraction du bruit de fond a été faite par l’option «Local Average» et les données 
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ont été exportées sous forme de tableau Excel.  La quantité d’ADN simple brin a été normalisée 
avec l’ADN total. Finalement, la valeur obtenue a été divisée par la valeur normalisée du 







L’équation qui a été utilisée est la suivante : 
 
 
Quantité simple brin (échantillon) / Quantité simple brin du contrôle (ku) 





Figure 2.5 Représentation schématique simplifiée de la quantification des signaux à 
partir des images numériques prises par le phosphorimager Typhoon FLA 9500. a) 
L’image numérique d’un gel natif marqué avec une sonde spécifique aux répétions 
télomériques et (b et d) la sélection de toute les pistes par le logiciel ImageQuant pour but de 
quantifier les signaux. c) L’image numériqued’un gel dénaturé et rehybridé avec la même 
sonde qu’en a).       
1 2 3 4 5 1 2 3 4 5 
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2.6 IMMUNOBUVARDAGE DE TYPE WESTERN 
 
 
2.6.1 Extraction de protéines 
 
 
Le culot cellulaire a été décongelé, lavé avec de l’eau stérile et resuspendue dans 1mL d’eau 
stérile. À partir de ce volume, 10µL a été servi pour prendre la lecture d’absorbance dans une 
plaque à 96 puits. La valeur de densité optique a servi pour équilibrer le nombre de cellules à 
travers d’échantillons et resuspendre les extraits protéiques de façon à ce qu’il y avait 0,5 x 107 
cellules dans 3µL d’échantillon. À partir de cette étape, toutes les manipulations ont eu lieu sur 
glace et l’extraction a été réalisée par un protocole publié et légèrement modifié (Knop et al., 
1999). Bref, 150µL d’une solution de 1,85M NaOH et 7,5% β-mercaptoéthanol a été ajouté 
dans le microtube contenant les cellules. Le tout a été mélangé par inversion et incubé pendant 
15min. Ensuite, les protéines ont été précipitées avec l’ajout de 150µL TCA 55% froide suivi 
d’un mélange par inversion et une incubation de 10min. L’extrait protéique a été culoté suite à 
une centrifugation à 13000rpm pendant 10min. Le culot protéique a été laissé séché dans la 
hotte chimique pendant 5min et resuspendue dans tampon de Laemlli (62,5mM Tris pH6.8, 2% 
SDS, 10% glycérol, 0,01% bromophénol bleu et 0,05% β-mercaptoéthanol), soit le volume 
calculé et équilibré pour chaque échantillon. Les échantillons ont été conservés à -80°C et, juste 
avant l’analyse, 5µL de chaque échantillon a été transféré dans un nouveau microtube, et les 












Des gels séparateurs de polyacrylamide à 8% et à 10% ont servi pour analyser les 
protéines Rad53 et Clb5, respectivement. L’électrophorèse des gels d’acrylamide a été effectuée 
à 170V pendant 50min ou jusqu’à ce que le bromophenol bleu sort du bas du gel dans un tampon 
de migration (5mM Tris-Base, 38,4mM Glycine et 0,02% SDS). Les protéines ont été 
transférées sur des membranes de nitrocellulose (Perkinelmer), dans un tampon de transfert 
(25mM Tris base, 192mM Glycine pH8,3 et 20% méthanol) à 100V, pendant 1h à 4°C. Ensuite, 
les membranes ont été colorées avec une solution de 3% Ponceau S et une photo des membranes 
colorées ont été prise par une photodocumentation (MBI Lab equipment 
modèle BioVision1000, QUE, CAN). Les membranes ont été bloquées pendant 1h (4 
fois 15min) à température pièce dans une solution de blocage (PBS 1X pH7,4 (137mM NaCl, 
2mM KCl, 10mM Na2HPO4 et 1.8mM KH2PO4), 0,1% Tween et 5% lait en poudre). Elles ont 
ensuite été incubées avec les anticorps primaires dilués dans la solution de blocage pendant 
toute la nuit à 4°C: anti-Rad53 γC-19 et anti-Rad53 γN-19 (Santa Cruz Biotechnology) dilué 
1:500, anti-Clb5 γN-19 (Santa Cruz Biotechnology) dilué dans 1:500 et anti-Pgk1 (Santa Cruz 
Biotechnology) dilué 1:50000. Les anticorps secondaires couplés à l’HRP étaient: anti-chèvre 
(Santa Cruz Biotechnology) pour Rad53 et Clb5 dilué 1:10 000 et anti-souris (Cell Signaling) 
diluée 1:10 000 pour Pgk1. Après avoir lavé les membranes dans la solution de blocage et 
ensuite dans du PBST (1X PBS pH7,4 et 0,01% Tween), les protéines ont été visualisées par 
chimiluminescence (ClarityTM Western ECL substrate, BioRad) sur un film d’autoradiographie 








2.7 CYTOMÉTRIE EN FLUX 
 
 
Les échantillons fixés dans l’éthanol 70% froid à 4°C ont été centrifugés à 13000rpm pendant 
1min à 4°C et le surnageant a été jeté. Le culot cellulaire a été lavé dans 1mL 50mM 
NaCitrate pH7 et les cellules ont été resuspendues dans 500µL 50mM Na Citrate pH7 contenant 
0,4mg/mL RNaseA (10mg/mL) et incubées durant la nuit à 37°C. Les cellules ont été culotées 
suite à une centrifugation à 13000rpm pendant 5min à température pièce et resuspendues dans 
200µL 50mM Na Citrate pH7 contenant 0,5mg/mL Protéinase K (20mg/mL) à 50°C 
pendant 30min. Le tube a été centrifugé à 13000rpm pendant 5min à température pièce et le 
culot cellulaire a été resuspendu dans 300µL 50mM Na Citrate pH7. À ces échantillons, 200µL 
d’une solution de 50mM Na Citrate pH7 avec 50nM sytox green (50µM) a été ajoutée. Les 
échantillons ont été incubés à température pièce et protégés de la lumière pour au moins 2 
heures. Ensuite, les cellules colorées ont été soniquées par le sonicateur QSonica Q700 
(QSonica LLC, CT USA) avant d’être analysées par un cytomètre FACSCalibur (BD 







3.1 La délétion des cyclines précoces de la phase S ne rétabli pas la croissance des cellules 
avec télomères déprotégés. 
 
 
Dans le but d’identifier la ou les cyclines qui collaborent avec Cdc28 dans la résection extensive 
aux télomères, j’ai utilisé la souche cdc13-1, un modelé bien établi qui permet d’étudier la 
déprotection des télomères (Vodenicharov et Wellinger, 2007 ; Lydall, 2009 ; Wellinger, 2010). 
Les cellules étudiées dans ce projet avaient l’allèle cdc13-1 ou le gène de type sauvage CDC13 
combiné avec différentes délétions de cyclines. La croissance à différentes températures était 
vérifiée afin de déterminer l’effet de ces délétions sur la thermosensibilité des cellules cdc13-1. 
Les travaux antérieurs ont suggéré que la kinase Cdc28 collabore avec les cyclines de type B 
dans la dégradation des télomères (Vodenicharov et Wellinger, 2006). Ainsi, nous avons 
analysé l’effet de délétion de ces six cyclines. Ces mutants ont été regroupés dans trois différents 
groupes: les mutants ayant des délétions de cyclines précoces de la phase S, les mutants ayant 
des délétions de toutes les cyclines de la phase S et les mutants ayant des délétions de cyclines 
de la phase M. L’incubation des souches à des températures élevées a permis d’induire la 
déprotection des télomères dans les mutants qui ont l’allèle thermosensible cdc13-1. Puisque la 
déprotection des télomères dans les cellules cdc13-1 exposées à une température élevée active 
le point de contrôle du cycle cellulaire G2/M et l’arrêt de la division cellulaire (Garvik et al., 
1995), j’ai premièrement testé à des températures intermédiaires (températures semi-
permissives) pour la croissance des cellules, afin de déterminer la température optimale à utiliser 
dans notre fond génétique. Ces tests préliminaires ont établi que la température de 28°C est la 
température semi-permissive appropriée pour l’observation de la croissance des cellules cdc13-
1 et l’effet de délétion des différents groupes de cyclines.  
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3.1.1 Analyses quantitatives de la croissance 
 
 
La manière classique d’évaluer la croissance d’une souche particulière est par le calcul des 
paramètres de croissance, comme le temps lag et la vitesse µmax, à partir de la pente d’une courbe 
de croissance. Cependant, dans notre cas, il s’est avéré que la forme des courbes était très 
hétérogène. En effet, selon le génotype analysé et les différentes températures testées, 
l’application d’une telle approche était impossible. Bien entendu, nous ne sommes pas les seuls 
à avoir obtenu des formes de courbe de croissance qui ne se prêtent pas facilement à une analyse 
des paramètres de croissance. Pour contourner ce problème, nous avons utilisé une approche 
non paramétrique qui repose sur le calcul du logarithme de l’aire totale sous la courbe (AUC) 
pour représenter l’aptitude de croissance des cellules (McLellan et al., 2012). Ainsi, suite au 
calcul de l’aire totale sous la courbe qui est réalisable par Excel (voir la section Materiels et 
Méthodes pour détails), une valeur plus enlevée du logarithme de l’AUC correspondrait à une 
plus grande aptitude de croissance pour une souche donnée. L’AUC d’une souche donnée a été 
aussi normalisé en le soustrayant avec celui du puits contrôle contenant seulement du milieu. 
Afin de simplifier l’information présentée dans les figures et d’éviter d’obtenir des valeurs 
négatives à cause du logarithme d’une valeur plus petit que un, les résultats sont présentés 
directement par la valeur AUC. En parallèle, nous avons utilisé également un logiciel conçu 
pour calculer certains paramètres de croissance (par exemple, le temps lag, le taux de croissance 
et le temps de duplication de cellules) justement pour les cas où les courbes de croissance 
présentent une forme hétérogène (Hall et al., 2013). Ce logiciel, nommé GrowthRates, a permis 
également de comparer avec les résultats obtenus à l’aide de la méthode AUC. Ainsi, les 
résultats d’analyse quantitative de la croissance en calculant le taux de croissance ou bien l’AUC 
pour les courbes de croissance obtenue à partir d’une culture en phase exponentielle ou d’une 




Les figures 3.1A, B et C représentent la moyenne et l’écart-type de l’AUC des souches indiquées 
portant des délétions de cyclines précoces de la phase S à partir d’une culture renouvelée dense. 
Après avoir dilué la culture initiale à 0,02 x 105 cellules par millilitre, les microcultures ont été 
poussées dans des microplaques à 96 puits pendant une durée de 36 heures à trois différentes 
températures : permissive (23°C ; figure 3.1A), semi-permissive (28°C ; figure 3.1B) et 
restrictive (31°C ; figure 3.1C) pour l’allèle cdc13-1. L’analyse sur la croissance des différents 
génotypes identifiés dans la figure 3.1 a été faite, pour la majorité, avec plus d’un clone et 
chaque souche a été déposée en triplicata sur la microplaque à 96 puits.  
 
 
En général, l’analyse de la croissance à partir d’une culture saturée est appliquée lorsqu’on 
analyse un grand nombre de souches dans une même expérience. L’inconvénient de cette 
méthode est que les résultats obtenus peuvent être biaisés par la présence de cellules mortes ou 
à une viabilité réduite dans la culture initiale parce que ces cellules sont comptées pendant la 
dilution et l’inoculation des microcultures. Ainsi, si présentes dès le départ dans la microculture, 
les cellules ayant une aptitude de croissance diminuée peuvent avoir un impact négatif sur la 
croissance, tel que les paramètres de la courbe finale ne reflétons pas uniquement l’effet des 
mutations d’intérêt. Bien entendu, lorsqu’on supprime l’expression de gènes impliqués dans la 
progression du cycle cellulaire, ce problème des biais lors l’analyse sur la croissance à partir 
d’une culture dense pourrait s’approfondir, puisque les cellules auront beaucoup de difficulté à 
repartir la division. Cet effet négatif est éliminé lorsqu’on travaille avec des cultures en phase 
exponentielle. L’analyse des cultures en phase exponentielle présente aussi ses propres 
inconvénients, comme manipuler simultanément une série de cultures avec plusieurs génotypes 
possédants différents temps de duplication en culture liquide et qui doivent tous avoir une valeur 
de densité optique assez proche. Ainsi, lorsque nécessaires et pour un nombre de souches 
limitées, des expériences à partir de cultures en phase exponentielle ont été également réalisées 
à une température semi-permissive de 28°C. 
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Figure 3.1 Effet de délétion des cyclines de la phase S précoce sur la croissance. Les souches 
de levures WT (YE46 et YE48), cdc13-1 (YE742, YE1613, YE1615), cdc13-1 clb5Δ (YE2724 
et YE2850), cdc13-1 clb6Δ (MVY672), clb5,6Δ (YE733, YE3368 et YE3369) et cdc13-1 
clb5,6Δ (YE2739, YE2740 et YE2741) ont été renouvelées dans un milieu riche YEPD jusqu’à 
saturation. À la suite d’une dilution, les cellules ont été incubées à une température permissive 
de 23°C (A), une semi-permissive de 28°C (B) ou une température restrictive de 31°C (C) 
pendant 36 heures dans une microplaque et la lecture de la densité optique a été mesurée par un 
lecteur Biotek HT. L’effet sur la croissance des différentes délétions de cyclines en combinaison 
avec un allèle type sauvage ou thermosensible de Cdc13 a été calculé par l’aire sous la courbe 
(AUC; OD660 x Temps [Heure]) dans Excel. (D) À partir d’une culture en phase exponentielle, 
les dilutions des cellules avec les génotypes WT (YE46 et YE48), cdc13-1 (YE1613 et 
YE1615), cdc13-1 clb5Δ (YE2724), cdc13-1 clb6Δ (MVY672), clb5,6Δ (YE733) et cdc13-1 
clb5,6Δ (YE2741) ont été incubées à 28°C et l’analyse sur la croissance a été calculé par le taux 
de croissance (min-1).  
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Pour la souche contrôle, cdc13-1, l’exposition chronique à une température élevée (figure 3.1B 
et C) aboutit à une diminution de la viabilité des cellules en comparaison avec la souche de type 
sauvage, ce qui n’est le cas lorsque l’incubation est faite à température permissive (figure 3A). 
Ces résultats sont en accord avec les études publiées montrant que la croissance diminuée des 
cellules ayant l’allèle thermosensible de cdc13-1 à une température élevée est due à 
l’accumulation d’ADN simple brin produit suite à la déprotection des télomères (Hartwell et 
Weinert, 1993 ; Garvik et al., 1995). Lorsque la cellule de levure perçoit ce dommage à l’ADN, 
un arrêt du cycle cellulaire est induit pour permettre l’activation des voies de réparation de 
l’ADN (Hartwell et Weinert, 1993 ; Garvik et al., 1995). Ainsi, nous pouvons corréler la baisse 
de la croissance avec la présence de dommages à l’ADN. Si une ou plusieurs cyclines de types 
B collaborent avec Cdc28 pour générer de l’ADN sb aux télomères déprotégés, la délétion de 
ces cyclines spécifiques de la famille de cycline de type B devrait conduire à une restauration 
de la croissance des cellules cdc13-1 incubées à une température élevée. Étant donné que la 
délétion de cyclines peut aussi affecter la croissance, cette restauration devrait ramener la 
croissance des cellules cdc13-1 à un niveau comparable à celle de la souche contrôle CDC13 
ayant des délétions des mêmes gènes de cyclines. Les expériences faites à partir de cultures 
denses montrent que la simple délétion de cyclines de la phase S précoce clb5Δ ou clb6Δ dans 
un background cdc13-1 ne permet pas de restaurer la croissance (figure 3.1A, B et C). Ainsi, la 
suppression de ses cyclines ne permet pas de renverser l’effet de l’allèle cdc13-1 sur la 
croissance puisque l’AUC diminue lorsque ses cellules sont exposées à des températures élevées 
(figure 3.1B et C). Au contraire, nous avons observé que la délétion de CLB5 ou CLB6 diminue 
le taux de croissance des cellules cdc13-1 à une température semi-permissive de 28°C. Le même 
profil de croissance a été observé avec le double mutant cdc13-1 clb5,6Δ, et ce, compte tenu du 
fait que son contrôle clb5,6Δ est en mesure de maintenir la croissance aux mêmes températures 
élevées (figure 3.1A, B et C). Pour vérifier si la légère diminution de l’aptitude de croissance 
des cellules cdc13-1 suite aux délétions des gènes CLB5 et/ou CLB6 est due à l’utilisation de 
cultures saturées, j’ai également vérifié la croissance de ces mêmes génotypes à partir d’une 
culture en phase exponentielle exposée à une température semi-permissive de 28°C 
(figure 3.1D). Les résultats nous permettent d’exclure la possibilité que la culture saturée ait eu 
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un impact négatif sur la croissance puisque la croissance est également diminuée dans les 
expériences réalisées à partir d’une culture exponentielle (figure 3.1D). Les cyclines précoces 
de la phase S, Clb5 et Clb6, sont connues pour son rôle dans l’initiation de la réplication (Epstein 
et Cross, 1992 ; Kuhnel et Linder, 1993 ; Schwob et Nasmyth, 1993). Pourtant, la réduction de 
la croissance causée par la délétion d’une de ces deux cyclines semble plus prononcée dans une 
souche cdc13-1 que dans la souche contenant l’allèle sauvage CDC13 exposée à température 
semi-permissive (figure 3.1B et 3.1D). Une explication possible de ces observations est l’effet 
nuisible sur la réplication d’ADN de la perte combiné des cyclines Clb5/6 et la fonction de la 
protéine Cdc13 (voir section Discussion pour plus de détails). 
 
 




Nos observations que la délétion des cyclines précoces de la phase S ne reverse pas le défaut de 
croissance des cellules cdc13-1 à température élevée, suggère que la fonction de Cdc28 dans la 
dégradation des télomères déprotégés n’est pas affectée par le manque de ces deux cyclines. 
Comme mentionné ci-haut, le défaut de croissance des cellules cdc13-1 est dû à l’activation de 
la DDR par les dommages d’ADN aux télomères. Afin de confirmer que la résection des 
télomères et l’activation de la DDR ne sont pas affectées par l’absence des cyclines Clb5 et 
Clb6, des approches biochimiques et moléculaires ont été employées. La technique 
d’hybridation sous conditions natives (c’est-à-dire sans dénaturation d’ADN) dans un gel 
d’agarose semi-séché est une technique simple et relativement rapide qui permet d’analyser un 
grand nombre d’échantillons pour la présence de l’ADN sb télomérique à l’aide de sondes 
radiomarquées spécifiques (Dionne et Wellinger, 1996). Cette technique qui a été initialement 
utilisée pour visualiser l’ADN sb aux télomères, aujourd’hui, à l’aide de logiciels comme 




Bien que cette technique soit très utilisée dans le cadre des études sur la résection aux télomères, 
elle présente plusieurs désavantages. Cette technique utilise une sonde radiomarquée qui lie 
spécifiquement les répétitions télomériques G/C-riche. Ces répétitions mesurent environ 300-
350 pb dans une souche de type sauvage et l’analyse quantitative de ses séquences est effectuée 
suite à la digestion de l’ADN génomique par l’enzyme de restriction XhoI, ce qui permet la 
libération du fragment terminal des chromosomes, TRF. Un premier problème vient du fait que 
si la dégradation du brin C-riche télomérique dépasse ces 350 bp des répétitions télomériques, 
l’ADN sb accumulé dans les séquences sous-télomériques ne serait pas quantifiable puisque la 
sonde ne se lie pas à ces séquences. Une seconde faiblesse vient du fait que si la résection 
dépasse le site XhoI dans les régions sous-télomériques, le TRF n’est pas libéré parce que 
l’enzyme de restriction digère uniquement de l’ADN double brin. Ceci peut conduire à des 
résultats qui nous feront croire que la résection n’a pas eu lieu, ce qui est faux. Lors de la 
quantification des signaux, j’évite ce problème en quantifiant le signal dans la piste au complet, 
au lieu du TRF seul. Ainsi, ces limitations ont été prises en considération lors de l’interprétation 
des résultats obtenus par cette approche expérimentale. 
 
 
La figure 3.2 représente la quantification de l’ADN sb, exprimé en unité Ku (voir les Matériels 
et Méthodes), dans les mutants ayant des délétions de cyclines précoces de la phase S en 
croissance exponentielle et exposés pendant deux heures et demie aux températures indiquées. 
Afin de s’assurer que la sonde était bien distribuée dans le sachet de plastique, deux échantillons 
d’ADN extrait d’une souche yku70Δ ont été déposés des deux côtés de chaque gel. Les souches 
portant la délétion d’une des sous-unités du complexe Yku (yku70Δ ou yku80Δ) sont souvent 
utilisées comme contrôle d’hybridation puisque la délétion entraine une déprotection des 
télomères avec une extension 3’ simple brin qui est plus long que la taille normale des télomères 




Un exemple d’un gel natif qui a été utilisé pour quantifier l’ADN simple brin est représenté 
dans la figure 3.2A (gel du haut). Les valeurs pour les signaux obtenues à partir du gel natif sont 
normalisées à l’aide de la quantité d’ADN total déposée dans les puits suite à la dénaturation du 
gel (Fig. 3.2A, gel du bas). Finalement, les valeurs normalisées ont été exprimées en unité Ku 
en comparant avec la valeur normalisée de l’échantillon yku70Δ. Comme attendu, le signal 
provenant des télomères des souches type sauvage (WT) est moindre que le signal pour les 
cellules yku70Δ où la résection est accrue. Par contre, la résection est beaucoup plus importante 
dans les cellules cdc13-1 exposées à une température non-permissive de 32°C (figure 3.2A). 
L’exposition des cellules cdc13-1 à une température semi-permissive de 28°C montre que la 
résection est en moyenne plus élevée par rapport au contrôle à 23°C (figure 3.2B). Cependant, 
cette résection est apparemment limitée puisqu’elle n’inhibe pas complètement la croissance 
des cellules à température semi-permissive (figure 3.1B et D). Notamment, les souches cdc13-
1 contenant des délétions de cyclines précoces de la phase S ne manifestent pas une résection 
plus élevée que la souche contrôle cdc13-1 (figure 3.2B), malgré que leur croissance soit réduite 
par rapport au contrôle (figure 3.1B et D). Ainsi, la délétion des gènes CLB5 et CLB6 a un effet 
négatif supplémentaire sur la croissance des cellules cdc13-1 qui n’est pas nécessairement lié à 
l’accumulation plus importante d’ADN sb aux télomères. Ensemble, les analyses quantitatives 
de la résection dans les mutants de cyclines précoces de la phase S à température semi-
permissive (figure 3.2B) et restrictive (figure 3.2C) pour l’allèle cdc13-1 montrent que la 
résection n’a pas été supprimée par la délétion de ces cyclines, ainsi, signifiant que l’activité de 
Cdc28 dans la résection des télomères déprotégés ne nécessite pas ces cyclines. 
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Figure 3.2 Quantification de l’ADN simple brin dans les mutants de cyclines précoces de 
la phase S. (A) L’ADN génomique des souches de levures indiquées a été analysé par la 
technique d’hybridation native dans le gel pour visualiser la dégradation des télomères. Un 
exemple de gels natifs non contigus hybridés par une sonde spécifique aux répétitions 
télomériques pour détecter l’ADN télomérique simple brin est présenté dans le panel du haut. 
Les mêmes gels ont été dénaturés et rehybridés pour détecter, cette fois-ci, l’ADN total. Des 
cultures asynchrones des souches de levures WT (YE46 et YE48), cdc13-1 (YE1613, YE1615), 
cdc13-1 clb5Δ (YE2724 et YE2850), cdc13-1 clb6Δ (YE3623 et MVY672), clb5,6Δ (YE733 
et YE3368) et cdc13-1 clb5,6Δ (YE2739 et YE2741) ont été incubées pour une durée de 2 
heures à une température semi-permissive de 28°C (B) et restrictive de 32°C (C). Suite à 
l’hybridation avec une sonde télomérique, l’ADN simple brin produit par la dégradation a été 
quantifié par ImageQuant et les résultats normalisés ont été exprimés en unité Ku. Les résultats 
proviennent de trois expériences indépendantes (N = 3). 
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3.1.3 L’activation de la réponse aux dommages à l’ADN suite à la déprotection des 
télomères n’est pas affectée dans les mutantes clb5∆ clb6∆ 
 
 
Les télomères déprotégés d’une souche cdc13-1 exposée à une température élevée déclenchent 
la voie de la DDR, qui entrainera un arrêt du cycle cellulaire en G2/M d’une manière Rad9-
dépendant (Hartwell et Weinert, 1993 ; Garvik et al., 1995). L’activation de cette réponse et 
l’arrêt de la division sont une conséquence de l’accumulation d’ADN sb en complexe avec la 
protéine RPA (Zou et Elledge, 2003). Les observations sur la résection dans les souches 
mutantes de cyclines précoces de la phase S suggèrent que le taux réduit de croissance de ces 
souches soit un résultat de l’activation de la DDR.  
 
 
Lorsque la DDR est activée chez la levure bourgeonnante, la protéine kinase effectrice Rad53 
est fortement phosphorylée, ce qui est visible par l’apparition de bandes retardées correspondant 
aux formes phosphorylées de la protéine sur un gel d’acrylamide. L’évaluation de l’activation 
de la DDR en observant les formes phosphorylées de Rad53 par immunobuvardage de type 
western est présentée à la figure 3.3. On constate que les souches cdc13-1 ayant une simple ou 
une double délétion de cyclines précoces de la phase S activent la DDR pleinement suite à 
l’exposition à une température non-permissive, comme jugé par l’ampleur comparable de 
phosphorylation de la protéine Rad53 à celle de la souche contrôle cdc13-1. L’exposition à une 
température semi-permissive conduit à l’apparence de très peu de formes phosphorylées, le cas 
échéant, en corrélation avec la capacité (même si diminué) de cellules de croître à cette 






Une autre conséquence de l’activation de la DDR est l’arrêt du cycle cellulaire et l’accumulation 
de cellules en G2/M. La distribution des cellules dans le cycle cellulaire a été évaluée par 
cytométrie en flux et les profils montrent qu’à une température non-permissive de 32°C toutes 
les souches possédant l’allèle cdc13-1 ont été arrêtées en G2/M (figure 3.4).  
 
 
L’ensemble de ces résultats suggère que les cyclines précoces de la phase S ne collaborent pas 
avec Cdc28 dans la résection des télomères déprotégés. 
 
 
Figure 3.3 La phosphorylation de la protéine Rad53 dans la souche cdc13-1 n’est pas 
empêchée par la deletion des CLB5 et CLB6. Les échantillons protéiques des souches de 
levures WT (YE48), cdc13-1 (YE1613), cdc13-1 clb5Δ (YE2724), cdc13-1 clb6Δ (YE3623), 
clb5,6Δ (YE733) et cdc13-1 clb5,6Δ (YE2741) ont été analysés par immunobuvardage de type 
western en utilisant des anticorps contre Rad53. L'apparition des bandes retardées 
correspondant aux formes phosphorylées de Rad53 (Rad53-Pi) indique l’activation de la DDR. 





3.2 Les cyclines de la phase S ne sont pas impliquées dans la résection aux télomères 
déprotégés médiée par Cdc28 
 
 
Afin de déterminer si d’autres cyclines de la phase S assistent à la fonction de la kinase Cdc28 
dans la résection des télomères dans la souche cdc13-1, l’analyse du deuxième groupe de 
mutants, représentant de l’ensemble des cyclines de la phase S, a été abordé. Cette analyse est 
débuté par la caractérisation de différentes combinaisons de doubles et triples délétions des 
cyclines pour terminer avec la quadruple délétion de toutes les cyclines de la phase S, Clb3, 
Clb4, Clb5 et Clb6. La paire de cyclines Clb3/4 semble jouer un rôle complémentaire aux 
cyclines précoces Clb5/6 dans la progression de la réplication d’ADN, ainsi que promouvoir la 
Figure 3.4 Évaluation de l’arrêt en G2/M dans les cellules mutantes des cyclines précoces 
de la phase S. La distribution des cellules WT (YE46), cdc13-1 (YE1613), cdc13-1 clb5Δ 
(YE2724),  cdc13-1 clb6Δ (YE3623), clb5,6Δ (YE733) et cdc13-1 clb5,6Δ (YE2741) dans le 
cycle cellulaire a été déterminée par cytométrie en flux. Le premier pic correspond aux cellules 
en phase G1 et le deuxième aux cellules en G2/M. 
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transition S-G2 du cycle cellulaire (Fitch et al., 1992 ; Richardson et al., 1992 ; Schwob et 
Nasmyth, 1993). Puisque les simples et doubles délétions de Clb5 et Clb6 ont été déjà abordées, 
nous avons complété l’analyse avec l’évaluation des effets de simple délétion des gènes CLB3 
et CLB4 sur la croissance, la résection et l’activation de la DDR suite à l’exposition des 
cellules cdc13-1 à une température élevée.  
 
 
Tel que la figure 3.5A le montre, l’analyse quantitative de la croissance par la méthode de 
l’AUC des mutants cdc13-1 clb3Δ et cdc13-1 clb4Δ présentent une diminution dans la 
croissance similaire au contrôle à des températures élevées. La faculté de croissance est 
progressivement affaiblie lors de l’incubation aux températures croissantes de 28°C et de 32°C 
(3.5A) et est accompagnée d’une accumulation plus importante d’ADN simple brin aux 
télomères (figure 3.5B). De plus, l’activation de la DDR, démontrée par la présence de formes 
phosphorylées de la protéine Rad53 (Rad53-Pi) (figure 3.5C), et l’arrêt du cycle cellulaire en 
G2/M (figure 3.5D) observé chez les cellules cdc13-1 restent inchangés en absence des 
cyclines Clb3 ou Clb4. Ces résultats permettent à conclure que les cyclines Clb3 et Clb4 seules 
ne jouent aucun rôle au niveau de la résection des télomères déprotégés puisque leur délétion 
n’a pas d’effet sur les phénotypes caractéristiques de la souche contrôle cdc13-1.  
 
 
Ainsi, les prochaines analyses ont porté sur la vérification de différentes combinaisons des 
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Figure 3.5 Effet de la délétion de cyclines Clb3 et Clb4 sur la croissance (A), sur le niveau 
de simple brin (B) et sur l’activation de la DDR (C, D) dans les cellules cdc13-1. (A) Les 
souches de levures WT (YE46 et YE48), cdc13-1 (YE1613 et YE1615), cdc13-1 clb3Δ 
(YE1663) et cdc13-1 clb4Δ (YE1803) ont été poussées à températures indiquées et la croissance 
analysée comme dans la figure 3.1. (B) L’ADN sb aux télomères des souches identifiées ci-haut 
a été quantifié par la technique d’hybridation non dénaturante de même manière que celle-ci 
décrite dans la figure 3.3. (C) Des échantillons protéiques des souches de levures WT (YE48), 
cdc13-1 (YE1613), cdc13-1 clb3Δ (YE1663) et cdc13-1 clb4Δ (YE1803) ont été analysés par 
immunobuvardage de type western pour visualiser la phosphorylation de Rad53, comme à la 
figure 3.3. (D) La distribution des cellules WT (YE46), cdc13-1 (YE1613), cdc13-1 clb3Δ 
(YE1663) et cdc13-1 clb4Δ (YE1803) dans le cycle cellulaire a été évaluée en mesurant le 
contenu d’ADN par cytométrie de flux.  
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3.2.1 Les délétions combinées de deux ou trois cyclines de la phase S ne supprime pas la 
résection et la thermosensibilité des cellules cdc13-1  
 
 
Toutes les combinaisons de délétions des cyclines de la phase S sont en principe viables, sauf 
le triple mutant clb3Δ clb4Δ clb5Δ qui a été déclaré non viable dans certains fonds génétiques 
(Schwob et Nasmyth, 1993). Toutefois, les souches utilisées dans notre étude sont isogéniques 
du fond génétique BF264-15D où la souche clb3,4,5Δ est viable (Epstein et Cross, 1992). La 
figure 3.6 montre quelques exemples de souches portant des doubles délétions de cyclines de la 
phase S et leur effet sur la croissance des mutants cdc13-1 et la résection. Essentiellement, 
aucune combinaison de deux délétions n’était en mesure de renverser le phénotype des 
cellules cdc13-1 à ce qui est du type sauvage. Certaines des doubles délétions de cyclines de la 
phase S en combinaison avec cdc13-1 ont diminuée la croissance à une température semi-
permissive de 28°C de manière plus importante en comparaison aux contrôles (figure 3.6A et 
B). En particulier, les souches contenant les doubles délétions clb3,5Δ ou clb3,6Δ manifestent 
une thermosensibilité accrue à une température semi-permissive, ainsi que de quantités plus 
importantes de l’ADN sb lorsqu’incubées à une température non-permissive (figure 3.6C). En 
général, à une température de 32°C, tous les doubles mutants présentent une quantité d’ADN 
simple brin élevé (figure 3.6C), une inhibition complète de la croissance (figure 3.6A) et une 
activation de la DDR (données non montrées). Ces résultats signifient que la combinaison de 
double délétion de cyclines de la phase S ne permet pas de renverser l’effet de l’allèle 
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Figure 3.6  Effet de doubles délétions de cyclines de la phase S sur la croissance et sur le 
niveau de simple brin des cellules cdc13-1. (A) Les contrôles WT (YE46 et YE48), cdc13-1 
(YE1613 et YE1615) et clb3,4Δ (YE1807) et les souches cdc13-1 clb3,4Δ (YE1806 et YE2848) 
et cdc13-1 clb3,5Δ (YE2849) ont été analysées pour leur croissance à une température de 23°C, 
28°C et 31°C et la croissance représentée par l’AUC comme dans la figure 3.1. (B) La 
croissance à une température de 28°C des contrôles WT (YE46), cdc13-1 (YE1613), clb3,6Δ 
(MVY644 et MVY645), clb4,6Δ (MVY648 et MVY649) et les souches, cdc13-1 clb3,6Δ 
(MVY646 et MVY647) et cdc13-1 clb4,6Δ (MVY670 et MVY673) a été analysée de la même 
manière qu’en (A). (C) L’ADN sb aux télomères des souches identifiées a été quantifié par la 
technique d’hybridation non dénaturante. Des cultures asynchrones ont été exposées pour 2 
heures à une température permissive (23°C), semi-permissive (28°C) ou non-permissive (32°C) 
et les valeurs ont été normalisées et exprimées en unité Ku. 
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Les analyses sur la croissance et sur la dégradation des télomères déprotégés dans des mutants 
portant une triple délétion des cyclines de la phase S ont révélé qu’en général l’impact négatif 
sur la croissance de ces délétions s’approfondit en combinant avec l’allèle cdc13-1 (figure 3.7A 
et B). L’impact combiné de la mutation cdc13-1 et les délétions de cyclines sur la croissance 
sont surtout évidents lorsque les cellules ont été incubées à une température semi-permissive. 
On estime que l’aptitude de croissance des souches triple-mutant à 28°C soit réduite 6 à 10 fois 
en comparaison avec la souche contenant la même combinaison de trois délétions de gènes de 
cyclines, mais ayant l’allèle sauvage de CDC13 (figure 3.7B). Par contre, dans une souche 
contrôle cdc13-1, exposé à la même température, on observe une réduction de 30-40% de 
l’aptitude de croissance par rapport d’une souche de type sauvage. Curieusement, cette 
réduction sévère de la croissance à une température semi-permissive des cellules cdc13-1 en 
présence des délétions de cyclines de la phase S n’est pas accompagnée avec une hausse 
marquante de l’ADN sb aux télomères (figure 3.7C). Sachant que la délétion de multiples 
cyclines affecterait négativement la réplication d’ADN durant la phase S, la croissance réduite 
de cellules peut être expliquée par le ralentissement des fourches de réplication et 
l’accumulation d’intermédiaires qui demandent l’activation des mécanismes de réparation 
d’ADN. Les télomères, étant des régions difficiles pour la réplication, deviennent probablement 
un obstacle encore plus important quand la fonction de la protéine Cdc13 est compromise 
partiellement à 28°C. Cette hypothèse est soutenue par l’analyse de l’activation de la 
protéine Rad53 qui semble plus fortement phosphorylée dans les souches cdc13-1 avec triple 
délétion de cyclines que dans la souche contrôle cdc13-1, et ce, notamment, à température de 
28°C, mais pas à 23°C (figure 3.8A). D’ailleurs, à une température non-permissive de 32°C, 
toutes les souches contenant l’allèle cdc13-1 combiné avec différentes triples délétions de 
cyclines se comportent comme le contrôle, ainsi indiquant que la perte de viabilité due à la 
dégradation des télomères n’est pas supprimée par la délétion de ces cyclines (voir la 
figure 3.7A et C pour certains exemples de souches).  
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Figure 3.7 Effet de triples délétions de cyclines de la phase S sur la croissance et sur le 
niveau de simple brin des cellules cdc13-1. (A) Les contrôles WT (YE46 et YE48), cdc13-1 
(YE1613 et YE1615) et clb3,4Δ (YE1807) et les souches cdc13-1 clb3,4,6Δ (YE2804 et 
YE3664), clb3,5,6Δ (Y2847) et cdc13-1 clb3,5,6Δ (YE3625 et YE3668) ont été analysées pour 
leur croissance à une température de 23°C, 28°C et 31°C et la croissance représentée par l’AUC 
comme dans la figure 3.1. (B) La croissance à une température de 28°C des contrôles WT 
(YE46), cdc13-1 (YE1613), clb3,4,6Δ (MKY24 et MVY674), clb3,4,6Δ (MKY24 et MVY674), 
clb4,5,6Δ (MVY677) et les souches, cdc13-1 clb3,4,6Δ (MVY675 et MVY676), cdc13-1 
clb3,5,6Δ (MVY635), et cdc13-1 clb4,5,6Δ (MKY26) a été analysée de la même manière qu’en 
(A). (C) L’ADN sb aux télomères des souches identifiées a été quantifié par la technique 
d’hybridation non dénaturante. Des cultures asynchrones ont été exposées pour 2 heures à une 
température permissive (23°C), semi-permissive (28°C) ou non-permissive (32°C) et les valeurs 





Figure 3.8 Activation de la réponse aux dommages à l’ADN suite à la déprotection des 
télomères dans les mutants contenant une triple délétion de cyclines. (A) Des échantillons 
protéiques des souches de levures WT (YE48), cdc13-1 (YE1613), clb3,4,5Δ (YE2846), cdc13-
1 clb3,4,5Δ (YE2843), cdc13-1 clb3,5,6Δ (YE3625) et cdc13-1 clb3,4,6Δ (YE2804) ont été 
analysés pour la présence de bandes retardées correspondant aux formes phosphorylées de 
Rad53 de manier similaire à celle dans la figure 3.3. (B) La distribution des cellules WT 
(YE46), cdc13-1 (YE1613), clb3,4,5Δ (YE2846) et cdc13-1 clb3,4,5Δ (YE2843) dans le cycle 
cellulaire a été analysée par cytométrie en flux. Le premier pic correspond aux cellules en 
phase G1 et le deuxième aux cellules en G2/M. 
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Lors de la caractérisation de cette série de souches, des résultats contradictoires ont été obtenus 
pour deux clones de la souche cdc13-1 clb3,4,5Δ, nommés respectivement YE2843 et MKY23. 
La figure 3.9 montre la comparaison entre ces deux clones individuels du génotype cdc13-1 
clb3,4,5Δ et leur effet sur la croissance (figure 3.9A) et sur la résection (figure 3.9B). Nous 
observons qu’il existe de très grandes différences entre les résultats obtenus pour chacun des 
clones. La souche YE2843 est en mesure de renverser l’effet de l’allèle cdc13-1, puisque la 
croissance à des températures élevées est rétablie (figure 3.9A), ainsi que l’ADN simple brin 
est diminuée en comparaison avec le contrôle cdc13-1 et semblable au contrôle clb3,4,5Δ 
(figure 3.9B). En absence de dommages aux télomères, aucune activation de la DDR n’est notée, 
contrairement au contrôle et d’autres souches portant des triples délétions de cyclines de la 
phase S, telles que cdc13-1 clb3,4,6Δ et cdc13-1 clb3,5,6Δ (figure 3.8A). En revanche, dans la 
souche MKY23 la croissance à 28°C est grandement diminuée (figure 3.9A) et l’accumulation 
du simple brin est augmentée à une température de 28°C et de 32°C (figure 3.9B). Alors, bien 
que les observations avec la souche YE2843 permettent de spéculer que l’action combinée des 
cyclines Clb3, Clb4 et Clb5 soit requise pour Cdc28 de réguler la résection aux télomères 
déprotégés, les résultats opposés provenant de l’autre clone ne nous permettent pas de confirmer 






Pour tester si la triple délétion clb3,4,5Δ dans la souche YE2843 supprime également la 
thermosensibilité des cellules cdc13-1 à des températures plus élevées, la croissance de cette 
souche a été analysée sur boites de gélose à une température de 36°C. Une souche contenant 
l’allèle cdc13-1 ne devrait avoir aucune croissance à cette température. Sur un milieu de gélose 
Figure 3.9 Comparaison entre l’effet sur la croissance et le niveau d’ADN sb des deux 
clones cdc13-1 clb3,4,5Δ. (A) La croissance à une température de 28°C des contrôles WT 
(YE46 et YE48), cdc13-1 (YE1613 et YE1615), clb3,4,5Δ (YE2846) et des clones cdc13-1 
clb3,4,5Δ (YE2843 et MKY23) ont été analysées pour leur croissance à une température de 
28°C et la croissance représentée par l’AUC comme dans la figure 3.1. (B) L’ADN sb aux 
télomères des souches identifiées a été quantifié par la technique d’hybridation non 
dénaturante. Des cultures asynchrones ont été exposées pour 2 heures à une température 
permissive (23°C), semi-permissive (28°C) ou non-permissive (32°C) et les valeurs ont été 
normalisées et exprimées en unité Ku. 
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riche en nutriment (YEPD), j’ai strié et laissé incuber pendant au moins deux jours les contrôles 
WT (YE46 et YE48) et cdc13-1 (YE1613 et YE1615) et les souches clb3,4,5Δ (YE2846) et 
cdc13-1 clb3,4,5Δ (YE2843). Tel qu’attendu les contrôles WT et clb3,4,5Δ ont eu une 
croissance sur le milieu, alors que les contrôles cdc13-1 ne l’ont pas (données non montrées). 
La souche cdc13-1 clb3,4,5Δ (YE2843) avait également une croissance (données non 
montrées), ce qui est plutôt surprenant, puisqu’une suppression complète de la thermosensibilité 
implique que des nombreuses activités intervenantes à la résection doivent être inactivées (Ngo 
et Lydall, 2010 ; Dewar et Lydall, 2010). Une possibilité est qu’une mutation secondaire soit 
présente dans le gène cdc13-1, qui supprime l’effet de la mutation thermosensible et confère 
aux cellules la capacité à croitre à 36°C. De plus, il est possible que le clone YE2843 soit un 
révertant, c’est-à-dire que la souche ait perdue la mutation la rendant thermosensible (cdc13-1) 
et exprime un allèle de type sauvage (CDC13). Un séquençage du locus CDC13 permettrait de 
vérifier ceci de façon conclusive. Il est à noter aussi que les profiles obtenus par cryométrie en 
flux des cellules YE2843 cdc13-1 clb3,4,5Δ cycles, tout comme son contrôle clb3,4,5Δ, ne 
suggère pas une perturbation du cycle cellulaire (figure 3.8B). Une telle distribution est 
inattendue pour les cellules clb3,4,5Δ à la lumière des publications antérieures montrant une 
progression ralentie dans le cycle cellulaire et une large population de cellules accumulée en 
phases S/G2 (Epstein et Cross, 1992). 
 
 
3.2.2 La délétion de toutes les cyclines de la phase S ne pas suffisante pour supprimer la 
résection aux télomères et la thermosensibilité des cellules cdc13-1 
 
 
Comme mentionné plus haut, les études antérieures ont également démontré que la délétion de 
toutes les quatre cyclines de la phase S est létale (Epstein et Cross, 1992 ; Schwob et Nasmyth, 
1993). Cependant, la viabilité de la souche mutante ayant une quadruple délétion de toutes les 
cyclines de la phase S peut être maintenu viable par l’expression d’une seule cycline, Clb5. 
Ainsi, j’ai pu analyser l’effet de la quadruple délétion, en combinaison avec soit l’allèle CDC13 
ou cdc13-1, grâce à l’expression contrôlée du gène CLB5 à partir du promoteur GAL1,10. Dans 
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un milieu où la source de carbone est le galactose (YEPG), les cellules seront en mesure de 
maintenir la viabilité en exprimant le gène CLB5. La suppression rapide du promoteur GAL1,10 
se fait par l’ajout d’un milieu où la source de carbone est le glucose (YEPD), suite à un lavage 
des cellules avec de l’eau stérile. Bien que l’inhibition de l’expression de CLB5 dans un milieu 
YEPD soit presque instantanée, la protéine Clb5 est surexprimée sous le promoteur GAL1,10 
par rapport du niveau d’expression à partir de son promoteur endogène. La protéine Clb5, étant 
une protéine instable comme toutes les cyclines, est éliminée dans la cellule par l’action du 
protéasome, mais le temps nécessaire pour épuiser complètement l’excès de Clb5 suite à sa 
surexpression est inconnu. Ainsi, pour s’assurer que les résultats reflètent vraiment la situation 
dans une quadruple délétion des cyclines de la phase S, j’ai commencé par déterminer le temps 
nécessaire pour dégrader complètement Clb5 dans les cellules après l’introduction du milieu 
YEPD. Des échantillons récoltés à différents intervalles de temps après le changement du milieu 
étaient ensuite analysés par immunobuvardage de type western pour visualiser la présence de 
Clb5. La figure 3.10 montre que le temps minimal nécessaire aux cellules pour dégrader 
complètement le Clb5 dans un milieu YEPD, lorsqu’exposée à une température ambiante 
(23°C), est de deux heures, puisque la bande correspondant à la protéine Clb5 à ce temps est 
pratiquement absente et moindre que le niveau endogène de la protéine Clb5 (figure 3.10; 
comparer les pistes WT et 120min. dans milieu avec 2% glucose). Lorsque ces tests étaient 
effectués, l’effet de la concentration du galactose sur la surexpression du gène CLB5 a été 
également étudié. Comme on le voit dans la figure 3.10, le niveau d’expression est le même 
pour les deux différentes concentrations testées, de 0,5% et de 2% galactose, indiquant que la 








Pour valider nos observations sur la dégradation de Clb5, ainsi que la construction GAL-CLB5 
était bel et bien fonctionnelle, des tests de croissance sur un milieu solide et dans culture liquide 
ont été effectuées. Premièrement, la croissance des cellules en présence de galactose ou glucose, 
soit à une température permissive de 23°C ou restrictive de 29°C pour l’allèle cdc13-1, a été 
examinée par la méthode de dilutions en série à partir de cultures en phase exponentielle (figure 
3.11A). Lorsque l’expression de CLB5 est réprimée en présence du glucose, la croissance des 
cellules clb3,4,5,6Δ doit être inhibée. En effet, à une température permissive (23°C) la 
souche clb3,4,5,6Δ n’est pas en mesure de pousser sur un milieu contenant du glucose, mais 
pousse bien en présence du galactose (figure 3.11A). À une température restrictive (29°C), la 
croissance de cette souche en galactose est inhibée, ce qui suggère que l’allèle cdc13-1 est 
fonctionnel. Par contre, comme vue précédemment, la triple délétion clb3,4,5,Δ est viable 
lorsque l’expression de CLB5 est inhibée en présence du glucose. De plus, à une température 
non-permissive pour l’allèle cdc13-1, la croissance de la souche clb3,4,5Δ est compromise de 
façon similaire à la souche contrôle cdc13-1. Ce dernier résultat confirme que les observations 
faites avec la série de triples délétions et la conclusion que la triple délétion clb3,4,5Δ n’est pas 
capable de supprimer la thermosensibilité des cellules cdc13-1.  
Figure 3.10 La cinétique de dégradation de la protéine Clb5 suite à la suppression de 
l’expression de GAL-CLB5 en présence du glucose. La souche YE3575 a été poussée dans 
un milieu riche (YEPG) en présence de soit 0,5% ou 2% galactose (pistes 0 min.) avant de 
changer la source du carbone pour glucose (YPED). Des extraits protéiques ont été préparés 
après 30 min, 60 min, et 120 min. de croissance en présence de 2% glucose et analysés à l’aide 
d’anticorps contre la protéine Clb5. L’étoile indique une bande non spécifique qui sert d’un 




Figure 3.11 Tests de croissance confirmant que la construction GAL-CLB5 est 
fonctionnelle. (A) Dilutions en série des souches de levures WT (YE3552), cdc13-1 (MKY9), 
clb3,4,5Δ (YE3575), cdc13-1 clb3,4,5Δ (YE3665 et YE3666), clb3,4,5,6Δ (MVY622) et 
cdc13-1 clb3,4,5,6Δ (YE3644 et MVY627), toutes contenantes le gène CLB5 sous 
promoteur GAL1,10 (GAL-CLB5), ont été incubées à une température permissive (23°C) et 
restrictive (29°C) sur un milieu où la source de carbone est le galactose ou le glucose. (B) Les 
souches WT (YE3552 et YE3553), cdc13-1 (MKY9 et MKY10), clb3,4,5Δ (YE3575), cdc13-
1 clb3,4,5Δ (YE3665 et YE3666), clb3,5,6Δ (YE3578), cdc13-1 clb3,5,6Δ (MVY637 et 
MVY640), clb3,4,6Δ (YE3577), cdc13-1 clb3,4,6Δ (MVY624 et MVY625), clb4,5,6Δ 
(MVY634), cdc13-1 clb4,5,6Δ (MVY631), clb3,4,5,6Δ (MVY622) et cdc13-1 clb3,4,6Δ 
(MVY627 et MVY630), contenantes la construction GAL-CLB5, ont été analysés pour la 
croissance à une température de 28°C en présence de glucose de la même manière que dans la 
figure 3.1D et le taux de croissance a été calculé par le logiciel GrowthRates. 
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Ensuite, l’effet des mêmes délétions de cyclines sur la croissance a été évalué dans une 
microplaque à 96 puits par une courbe de croissance à partir d’une culture liquide dense. La 
microculture diluée a été incubée dans un milieu YEPD pendant 36 heures à 28°C et le taux de 
croissance (min-1) a été calculé à partir des données transformées en logarithme (figure 3.11B). 
Ces analyses démontrent encore une fois que la croissance de cellules clb3,4,5,6Δ est inhibée 
en présence du glucose et que toutes les combinaisons de trois délétions de cyclines de la phase 
S sont thermosensibles (figure 3.11B). En fonction des résultats obtenus par les deux tests de 
croissance nous pouvons conclure que l’allèle thermosensible cdc13-1 et la construction GAL-
CLB5 dans nos souches d’intérêt sont fonctionnels. 
 
 
Puisque les tests de croissance ont montrés que la quadruple délétion de cyclines de la phase S 
est non viable, le seul moyen d’analyser l’effet de ces délétions en combinaison avec 
l’allèle cdc13-1 est de comparer les taux de résection dans les cellules cdc13-1 clb3,4,5,6Δ GAL-
CLB5 incubées en présence du glucose versus galactose. Dans ces expériences, avant la 
déprotection des télomères pour une durée de quatre heures, les cultures ont été préincubées 
pendant deux heures dans un milieu glucose à une température permissive, afin d’éliminer 
complètement Clb5 (figure 3.10). La quantité d’ADN simple brin accumulé aux télomères suite 
à l’exposition à 32°C est similaire pour les cellules cdc13-1 clb3,4,5,6Δ  incubées dans galactose 
(+ CLB5) ou glucose (- CLB5) (figure 3.12A). Cette accumulation d’ADN sb est spécifique 
pour la souche contenant l’allèle cdc13-1 et n’est pas détectée dans la souche 
contrôle clb3,4,5,6Δ incubée à 32°C. La vérification de l’expression du gène CLB5 sous 
différentes conditions expérimentales confirme que la protéine Clb5 n’est pas présente dans les 
échantillons extraits à partir de cellules incubées en glucose (figure 3.12B). Ainsi, la quadruple 
délétion de toutes les cyclines de la phase S ne suffit pas pour supprimer la dégradation des 
télomères déprotégés. La quantification des signaux dans les cellules cdc13-1 clb3,4,5Δ 
exposées à 32°C indique aussi que la résection n’est pas supprimée dans ce mutant. Notamment, 
le niveau de l’ADN simple brin dans la souche cdc13-1 clb3,4,5,6Δ est plus élevé que celui 
observé pour la souche cdc13-1 clb3,4,5Δ ou la souche contrôle cdc13-1 (figure 3.12A). Pour 
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déterminer si cette quantité élevée d’ADN sb dans les cellules cdc13-1 clb3,4,5,6Δ pourrait être 
due à une mort cellulaire accélérée suite à l’inactivation simultanée des cyclines et de Cdc13 
pour la durée de notre démarche expérimentale, la viabilité des cellules a été vérifiée après 
l’exposition aux différentes conditions. En effet, l’accumulation de l’ADN sb pourrait provenir 
d’une dégradation générale d’ADN génomique ou de l’incapacité des cellules de compléter la 
réplication d’ADN lors de la mort cellulaire sous ces conditions. 
 
 
À partir des cultures exposées aux différentes conditions, la viabilité des cellules a été évaluée 
par dilutions en série et une incubation sur un milieu riche contenant le galactose à une 
température permissive de 23°C (figure 3.12C). En général, la croissance des souches testées 
ne nous laisse pas croire que la viabilité des cellules était grandement compromise au cours des 
différents traitements. La viabilité des cultures exposées à 32°C dans un milieu galactose est 
comparable à celle des contrôles incubés toujours en galactose à 23°C (figure 3.12C, panneaux 
de la gauche et du centre). Une légère diminution de la viabilité est observée seulement dans 
certains clones des souches cdc13-1 clb3,4,5Δ et cdc13-1 clb3,4,5,6Δ qui étaient incubées en 
présence du glucose à 32°C pendant quatre heures. Ainsi, une corrélation entre la plus grande 
quantité d’ADN sb et la viabilité des cellules cdc13-1 clb3,4,5,6Δ exposées à 32°C est difficile 
à établir pour les raisons suivantes. Le niveau d’ADN sb est autant élevé dans les cellules 
incubées en présence du galactose qu’en présence du galactose à 32°C mais la viabilité des 
cellules incubées en galactose n’est pas diminuée (figure 3.12C, au centre). De plus, si 
l’inactivation de toutes les cyclines abouti à une mortalité plus rapide et l’accumulation d’ADN 
sb, ces effets devraient se manifester aussi dans la souche contrôle clb3,4,5,6Δ, ce qui n’est pas 
le cas (figure 3.12A et C). 
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Figure 3.12 Évaluation d’effet de la délétion des S cyclines sur la résection et la viabilité 
après la déprotection des télomères. (A) L’ADN sb aux télomères des souches WT (YE3552 
et YE3553), cdc13-1 (MKY9 et MKY10), clb3,4,5Δ (YE3575), cdc13-1 clb3,4,5Δ (YE3665 et 
YE3666), clb3,4,5,6Δ (MVY622) et cdc13-1 clb3,4,5,6Δ (YE3644 et MVY627), toutes 
contenantes le gène CLB5 sous promoteur GAL1,10 (GAL-CLB5), a été quantifié par la 
technique d’hybridation non dénaturante de même manière que celle-ci décrite dans la 
figure 3.2. (B) Les souches de levures WT GAL-CLB5 (YE3552), cdc13-1 GAL-CLB5 
(MKY10) et cdc13-1 clb3,4,5Δ GAL-CLB5 (YE3644) ont été analysés pour la présence de 
bandes CLB5 de manière similaire à celle dans la figure 3.3. (C) Dilutions en série des souches 
de levures identifiées ci-haut ont été incubées à une température permissive (23°C) et restrictive 




Jusqu’à présent, toutes les expériences ont été effectuées avec des cultures de cellules 
asynchrones en croissance exponentielle. D’abord, nous avons voulu confirmer ces résultats 
dans des cellules qui ne se divisent pas pour exclure des influences de la division ou la 
réplication sur la résection et l’activation de la DDR en absence des cyclines de la phase S. À 
cette fin, des cultures exponentielles des souches cdc13-1 clb3,4,5,6Δ, cdc13-1 clb3,4,5Δ et 
leurs souches contrôles appropriées ont été synchronisées avec le nocodazole, qui bloque les 
cellules en métaphase, avant d’être exposées à 32°C pour une durée de quatre heures dans un 
milieu YEPD ou YEPG. Des échantillons ont été ensuite récoltés pour extraire l’ADN et 
quantifier l’ADN sb, et pour analyser la phosphorylation de Rad53. La figure 3.13 présente les 
résultats provenant d’une telle expérience. Les observations avec les cellules arrêtées en G2/M 
au niveau de la quantification de l’ADN simple brin (Figure 3.13A) et l’activation de la DDR 
et phosphorylation de Rad53 (Figure 3.13B) concordent avec les résultats obtenus avec des 
cellules en division. L’ensemble de ses résultats suggère que la délétion de toutes les cyclines 
de la phase S ne permet pas de renverser les effets de l’allèle cdc13-1 aux télomères à des 
températures restrictives.  
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Figure 3.13 Évaluation d’effet de la délétion des S cyclines sur la résection et l’activation 
de la DDR en absence de division.  (A) Les souches WT (YE3552 et YE3553), cdc13-1 
(MKY9 et MKY10), clb3,4,5Δ (YE3575), cdc13-1 clb3,4,5Δ (YE3665 et YE3666), clb3,4,5,6Δ 
(MVY622) et cdc13-1 clb3,4,5,6Δ (YE3644 et MVY627) dans un background GAL-CLB5 ont 
été synchronisées en G2/M avec Nocodazole et exposées pour une durée de 4 heures à une 
température permissive (23°C) ou non-permissive (32°C). L’ADN simple brin aux télomères a 
été quantifiées par la technique d’hybridation non dénaturante et les valeurs ont été normalisées 
et exprimées en unité Ku. (B) Des échantillons protéiques des souches de levures WT 
(YE3553), cdc13-1 (MKY10), clb3,4,5Δ (YE3575), cdc13-1 clb3,4,5Δ (YE3665), clb3,4,5,6Δ 
(MVY622) et cdc13-1 clb3,4,5,6Δ (MVY627) ont été analysés par immunobuvardage de type 




MODIFICATION ET ADAPTATION DE LA TECHNIQUE QAOS À 







L’ADN simple brin (ADN sb) est un produit intermédiaire transitoire étroitement relié au 
métabolisme d’ADN cellulaire, il est généré lors de processus très varié tel que la réplication 
(Okazaki et al., 1968 ; Henson, 1978 ; Wanka et al., 1977), la transcription (Tapiero et al., 
1976), l’apoptose (Watanabe et al., 1999 ; Frankfurt et al., 1996), la réparation de l’ADN 
(Raderschall et al., 1999), la recombinaison mitotique et méiotique (Sugawara et al., 1992 ; Sun 
et ai., 1991) et les télomères (Dionne et Wellinger, 1996 ; Makarov et al., 1997 ; Garvik et al., 
1995 ; Polotnianka et al., 1998). Étant donné son omniprésence, sa nature instable et sa 
prédisposition à la mutagenèse, et afin de mieux comprendre les différentes implications 
possibles de l’ADN sb dans les cellules, il est primordial d’avoir des outils qui nous permettront 
de détecter et de quantifier le simple brin. Il existe nombreuses méthodes qui permettent la 
détection de l’ADN sb comme les anticorps monoclonaux (Franskfurt et al., 1996 ; Raderschall 
et al., 1999), le gel d’électrophorèse bidimensionnel (Garvik et al., 1995), l’hybridation d’acides 
désoxyribonucléiques sous conditions non dénaturantes (Wellinger et al., 1993 ; Dionne et 
Wellinger, 1996) ou dénaturantes (Garvik et al., 1995 ; Lydall et al., 1996), les techniques à la 
base de PCR quantitative (Booth et Lydall, 2001 ; Zierhut et Diffley, 2008) et l’électrophorèse 
à champ pulsé (Westmoreland et Reznik, 2009). Chacune de ses différentes techniques ont des 
avantages et désavantages qui leur sont propres. Dans les prochains paragraphes, une des 
techniques à la base PCR, nommée QAOS (Booth et al., 2001), sera décrite davantage et 
comparé à l’hybridation non dénaturante (Dionne et Wellinger, 1996) que j’ai utilisée au cours 
de ma maîtrise. 
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4.1.1 Comparaison entre l’hybridation non dénaturante et le QAOS 
 
 
L’hybridation non dénaturante et récemment le QAOS sont très utilisés dans les études sur la 
détection de la résection aux télomères déprotégés. Ces deux techniques ciblent à quantifier et 
mesurer le simple brin présent aux extrémités des chromosomes par deux méthodes différentes. 
La technique du QAOS (pour Quantitative Amplification Of Single-stranded DNA) ne nécessite 
pas une sonde radioactive, comme c’est le cas dans la technique de l’hybridation non 
dénaturante, pour détecter et mesurer l’ADN simple brin. Le QAOS détecte et quantifie le 
simple brin par la fluorescence. Les auteurs qui ont mis au point la technique du QAOS ont pu 
identifier et construire plusieurs paires d’amorces spécifiques pour plusieurs loci qui se situent 
tous en amont des répétitions télomériques G/C riche et sont présents sur les chromosomes V-
R et VI-R de la levure (Booth et al., 2001). Cette approche se base sur la PCR quantitative 
(qPCR) afin de quantifier pour ensuite analyser le simple brin généré suite à un dommage à 
l’ADN ou par la résection aux télomères déprotégés. Ainsi, la quantification de l’ADN sb ne se 
fait pas sur les extrémités de tous les chromosomes de la levure, mais à des séquences 
spécifiques aux loci des chromosomes reconnues par les pairs d’amorces conçues. En 
conséquence, les signaux de fluorescence dans une telle qPCR sont rendus spécifiques à 
l’endroit de l’amplification voulue. Cependant, dans l’hybridation non dénaturante seule l’ADN 
simple brin ayant la séquence répétitive G/C riche sera mesuré et quantifié. En conséquence, il 
existe une certaine faiblesse dans la méthode de détection du simple brin par la technique 
d’hybridation non dénaturante, car nous ne pourrons pas faire la distinction entre des mutants 
qui affectent différemment le niveau de la dégradation du brin C-riche. Grâce à la possibilité de 
tester plusieurs paires d’amorces au long du bras d’un chromosome, le QAOS permet de suivre 
la dynamique de la résection chez la levure. Cependant, la technique d’hybridation non 
dénaturante est la méthode de choix lors de la mesure de la résection dans les répétitions 
télomériques mêmes, surtout pour ceux des mammifères qui peuvent mesurer plusieurs 
kilobases. Par ce fait, dans ce contexte, le QAOS ne pourra pas être utilisé, car cette technique 
ne permettra pas de visualiser l’ADN sb aux séquences répétitives G/C riche.  
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4.1.2 Principe du QAOS  
 
 
4.1.2.1 La technique QAOS originelle 
 
 
La technique originelle du QAOS a été développée pour une qPCR de type Taqman, où 
l’amplification de l’ADN observé est mesurée par la fluorescence d’une amorce dite probe qui 
est spécifique au fragment d’ADN simple brin amplifié. La technique nécessite quatre amorces : 
l’amorce probe, l’amorce étiquetée, l’amorce étiquette et l’amorce antisens. La figure 4.1 
permet de bien illustrer le principe de détection de l’ADN sb par la qPCR de type Taqman, ce 
qui constitue la deuxième étape de la méthode QAOS. Tout d’abord, cette étape est précédée 
par l’hybridation à une température plus petite ou égale à 45°C de l’amorce probe et de l’amorce 
étiquetée à leur séquence spécifique à un locus donnée de la levure. L’hybridation de ces deux 
amorces a lieu seulement en présence de l’ADN simple brin. L’amorce probe est composée 
d’une petite séquence d’oligonucléotides qui est liée en 5’ par un fluorophore et en 3’ par une 
protéine dite quencher qui a comme rôle de capter la fluorescence émise par le fluorophore. 
L’amorce étiquetée possède un site unique à l’extrémité 5’ dont la séquence ne se retrouve pas 
dans le génome de la levure. Cette amorce est présente à une concentration plus faible. La 
première étape de la méthode comporte de l’extension d’amorce à partir de l’amorce étiquetée 
qui s’hybride en amont de l’amorce probe. La seconde étape est une étape d’amplification du 
produit obtenu à la première étape. L’amorce étiquette s’hybride spécifiquement sur le site 
unique en 5’ de l’amorce étiquetée. L’amorce antisens est spécifique pour le génome de la 
levure. À cause qu’à cette étape la température d’hybridation est élevée à la température 
d’hybridation de l’amorce étiquetée, ceci empêchera son hybridation. La polymérase qui 
possède une activité exonucléase, une fois rendu à l’amorce probe, sera en mesure de digérer 
l’oligonucléotide ce qui permettra le clivage et la libération du fluorophore qui va émettre de la 
fluorescence qui sera ensuite captée par la qPCR. La fluorescence émie en fonction de l’amorce 
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probe clivée va permettre la détection et la quantification de l’ADN simple brin aux locus 




Dans notre laboratoire, nous avons voulu mettre au point la technique du QAOS avec les 
équipements et les matériels qui ont été à notre disposition, afin que les données obtenues 
puissent complémenter et/ou ajouter de l’information aux résultats obtenus par la technique 
Figure 4.1 La deuxième étape de la détection de l’ADN simple brin par la qPCR 
Taqman. (1) L’amorce probe qui est liée par un fluorophore et une protéine Quencher qui à 
proximité du fluorophore capte la fluorescence s’hybride à sa séquence. À cette étape 
l’amorce antisens s’hybride et permet de fournir le substrat pour le prochain cycle. (2) 
L’extension d’amorce par la polymérase va faire (3) déplacer le fluorophore et (4) conduire 
dans son clivage. Une fois clivé, le fluorochrome va émettre la fluorescence qui sera détectée 
par la qPCR Taqman. La polymérase va aussi faire déloger l’amorce probe et l’extension 
d’amorce se poursuivra.  

















d’hybridation non dénaturante. Nous utilisons les mêmes amorces que ceux mis aux points par 
Booth et al., (2001), Zubko et al., (2006) et Holstein et al., (2012) sauf que nous n’utiliserons 
pas une amorce probe pour mesurer et quantifier le simple brin. Nous avons choisi le SYBR 
Green comme moyen de détection et de quantification de l’ADN simple brin. Le fluorophore 
SYBR Green émet de la fluorescence seulement quand il est intercalé à de l’ADN double brin. 
Le principal inconvénient relatif à cette méthode de détection est qu’une amplification non 
spécifique peut être observée et confondue avec l’amplification spécifique de la région de 
l’ADN voulue, c’est-à-dire qu’il y a une possibilité qu’on obtienne un plus grand bruit de fond. 
Tout comme dans les publications concernant le QAOS (Booth et al., 2001 ; Zubko et al., 2006 
; Holstein et al., 2012) le mélange réactionnel déjà établi par ses équipes permet toujours, même 
avec l’omission de la sonde probe et le choix d’utiliser SYBR Green comme moyen de mesurer 
et de quantifier le simple brin aux loci désirés aux télomères, d’obtenir un signal d’amplification 
issue de la qPCR qui est exploitable, et ce, sans l’ajout de d’autres réactifs. L’analyse de l’ADN 
simple brin au locus Y’600, qui est présent sur plus de la moitié des extrémités des 
chromosomes, avec ce mélange réactionnel, nous n’a pas permis d’obtenir une bonne mesure 
du simple brin. Ainsi nous avons décidé de mesurer le simple brin à partir du locus Y’5000, qui 
permet d’obtenir des résultats satisfaisants. En effet, il est connu que la résection dans une 
souche cdc13-1 dont les télomères ont été déprotégés pour une durée de deux heures à une 
température non-permissive s’y rend jusqu’au locus Y’5000 (Foster et al., 2006). 
 
 
4.1.2.2 La technique QAOS mise au point 
 
 
La technique QAOS que j’ai utilisée dans mon projet de maîtrise se déroule en deux étapes et 




- une amorce étiquetée qui est spécifique pour un locus donné et qui possède un site 
unique à l’extrémité 5’ de l’oligonucléotide, 
- une amorce étiquette qui est complémentaire pour le site unique de l’amorce étiquetée, 
- une amorce antisens qui est spécifique pour le locus donné.  
 
 
La première étape du QAOS consiste d’une rampe où la température augmente graduellement, 
et ce, à des conditions non dénaturantes. La rampe commence par un cycle de 5 minutes à 40°C, 
c’est la température à laquelle l’amorce étiquetée peut se fixer au niveau de son locus spécifique 
(figure 4.2B) et à condition qu’il y a un ADN simple brin (figure 4.2A, l’étape 1). La 
température augmente de manière graduelle et lente de 2°C par minute jusqu’à atteindre 72°C 
(figure 4.2A, l’étape 2). Cette augmentation graduelle de la température permet l’extension 
d’amorce à partir de l’amorce étiquetée. Comme il a été mentionné plus haut, l’amorce étiquetée 
possède un site unique en 5’ qui ne se retrouve pas dans le génome de la levure Saccharomyces 
cerevisiae. Après cette première étape d’extension d’amorce en condition native s’en suit la 
deuxième étape de la PCR quantitative, constituée de cycles de PCR régulières (figure 4.2A, 
l’étape 3). À cette étape, le petit fragment du produit simple brin de la première étape s’amplifie 
à l’aide des amorces étiquette et antisens présentes dans le même puits. L’amorce étiquette ne 
peut que se fixer au site unique présente sur l’amorce étiquetée, puisque la séquence de l’amorce 
étiquette n’est pas présente dans le génome de Saccharomyces cerevisiae. Ainsi, seul un ADN 
produit pendant la première étape peut être amplifié lors de l’étape de PCR régulière. Ce qui 
signifie que la quantité d’ADN produit durant la première étape est directement liée à la quantité 
d’ADN simple brin présent dans le locus testé. De plus, lors de la qPCR, la température est trop 






4.2 MATÉRIEL ET MÉTHODES  
 
 
4.2.1 Extraction et purification de l’ADN génomique 
 
 
Les échantillons de cellules congelées ont été lavés avec 100µL eau stérile et transférées dans 
un microtube de 1,5mL stérile et identifié. Les cellules ont été resuspendues dans 200µL tampon 
de lyse froide (2% Triton X-100, 1% SDS, 10mM Tris-HCl pH8, 100mM EDTA et 100mM 
NaCl). Ensuite, nous avons ajouté des billes de verres stériles de 425-600µm de diamètre 
(Sigma-Aldrich, MO, U.S.A.) de façon à ce qu’il reste 2mm de liquide à la surface et 200µL 
Figure 4.2 (A) Les différentes étapes de la technique QAOS (Amplification quantitative de 
l’ADN simple brin par PCR) et (B) les différents loci présents sur le chromosome V du bras 











d’une solution de phénol/chloroforme/alcool isoamylique (24:25:1). Le tube a été bien fermé 
avec du parafilm. La lyse mécanique a été faite à l’aide d’un homogénéisateur FastPrep® -24 
(MP biomedicals, CA, USA) à une puissance de 5.5 pendant 20sec. La lyse mécanique a été 
répétée deux autres fois. Entre chaque essai, les tubes ont été maintenus sur glace pendant 5min. 
Après une brève centrifugation, 200µL TE (10mM Tris-HCl pH8 et 1mM EDTA) a été ajouté 
au lysat et le tout a été bien mélangé et centrifugé à 12500rpm pendant 10min à 4°C. La phase 
aqueuse a été transférée dans un nouveau microtube et 1mL d’EtOH froide 100% a été ajouté, 
afin de permettre la précipitation de l’ADN génomique (ADNg) à température pièce pendant 
5min. Le tube a été centrifugé à 12500rpm pendant 3min à température pièce. Le culot séché à 
l’air pendant 5min a été dissous et traité avec 400µL d’une solution TE/RNAse A (7,5µg/mL 
de TE) à 37°C pendant 30min. Pour une seconde fois l’ADN a été précipité avec 13µL 
NaAc pH5,2 et 1mL EtOH froide 100% suite à une incubation à température pièce pendant 
15min et une centrifugation à 12500rpm pendant 3min à température pièce. Le culot a été 
ensuite lavé avec 400µL EtOH froide 70% et le culot a été séché dans la hotte chimique pendant 
30min. Finalement, l’ADN séché est dissous dans 40µL de TE et laissé à 4°C pour permettre 
l’homogénéisation de l’échantillon. 
 
 
4.2.2 Quantification d’ADN et équilibrage des échantillons 
 
 
Après une incubation durant la nuit à 4°C, on a dosé l’ADN à l’aide d’une courbe standard du 
phage λ dilué dans du TE (2; 1; 0,5; 0,25; 0,125 et 0µg/mL) dans une plaque noire à 96 puits. 
Dans un puits, 2µL de l’échantillon a été ajouté dans 200µL d’une solution de 1µg/mL Hoechst 
(10mg/mL) avec 1X TNE filtré pH7,4. La lecture de la fluorescence (360/460nm) a été faite à 
l’aide d’un lecteur de plaque Synergy HT (BioTek, VT, U.S.A.). Dans de nouveaux microtubes 
de 1,5mL stériles et identifiés, les échantillons et le standard ont été dilués de façon à obtenir 
une concentration finale de 10ng d’ADN par µL en utilisant l’eau stérile pour compléter le 
volume. 
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4.2.3 Préparation des microplaques à 96 puits pour qPRC 
 
 
Dans une microplaque à 96 puits propres pour qPCR, la plaque doit contenir en duplicata ou en 
triplicata : 
 
- des puits pour le contrôle négatif, qui est composé de TE et de notre mixte de QAOS; 
- des puits pour les standards : 100% (10ng/µL), 20% et 4% d’ADN dénaturés 
complémentés avec de l’ADN natif pour obtenir 20ng d’ADN final par puits (0%, 80% 
et 96% d’ADN natifs, respectivement). Il est également possible d’ajouter des puits pour 
un contrôle positif en utilisant 100% d’ADN natifs; 
- des puits pour les échantillons, avec une quantité finale de 20ng d’ADN/puits. 
 
 
Le volume final par puits est de 10µL, où 2µL est pour l’ADN et 8µL est pour le mix réactionnel. 
Le mix réactionnel pour le QAOS avec les concentrations stock (Ci) et les concentrations finales 
(Cf) est énuméré dans le tableau 4.1. La liste des amorces utilisées est décrite dans le tableau 4.2. 
Le programme de QAOS utilisé est décrit dans le tableau 4.3. 
 
 
Tableau 4.1 Mix réactionnel pour le QAOS 
Produit Ci Cf Volume final par puits (µL) 
ADN 10ng/µL 20ng 2 
H2O stérile   5,1 
Tampon Taq B 10X 1X 1 
dNTP 10mM 200nM 0,2 
Amorce étiquetée 3µM 30nM 
1 Amorce étiquette 30µM 300nM 
Amorce antisens 30µM 300nM 
Sybr Green 10X 0,5X 0,5 
Taq B 5u/µL 1u/µL 0,2 
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M310 antisens PAC2 (GT) 5’ AATAACGAATTGAGCTATGACACCAA 3’ 
M322 antisens PAC2 (AC) 5’ AGCTTACTCATATCGATTTCATACGACTT 3’ 
M521 étiquetée Y’5000 (GT) 5’ TGCCCTCGCATCGCTCTCgaaacaaagtcagtga 3’ 
M520 étiquette Y’5000 (GT) 5’ TGCCCTCGCATCGCTCTCGAA 3’ 
M517 antisens Y’5000 (GT) 5’ GTCCTGGAACGTTGTCACGAAAAAGC 3’ 
Q267 étiquetée YER188W (GT) 5’ AAGGAGCGCAGCGCCTGTAccatagcgtgat 3’ 
Q234 étiquette YER188W (GT) 5’ AAGGAGCGCAGCGCCTGTACCA 3’ 
Q625 antisens YER188W (GT) 5’ AACGTACAGGTTACGATCGCGTCATTTTA 3’ 
 
Tableau 4.3 Programme de QAOS utilisé par le qPCR  
Étapes Cycle(s) Température (°C) Durée/cycle 
Hybridation initiale 1 fois 40°C 5 minutes 
Synthèse initiale 1 fois 40 à 72°C (2°C/minute) 1 minute 
Dénaturation initiale 1 fois 95°C 1 minute 
Dénaturation 
40 fois 
95°C 15 secondes 
Hybridation/synthèse 67°C 1 minute 
Melt Curve 1 fois 65 à 95°C (0,5°C/5sec) 5 secondes 
 
 
4.3 RÉSULTATS ET DISCUSSION 
 
 
Les études faites avec le QAOS ont permit de savoir que la résection chez les cellules cdc13-1 
exposées pour une durée de deux heures à des conditions restrictives peut se rendre à plusieurs 
kilobases des répétitions télomériques. Pour mon étude, nous avons choisi d’analyser le niveau 
de la résection au locus Y’5000 (une région sous-télomérique à 5000 pb de l’extrémité du 
chromosome) (figure 4.2B). Il est également possible de mesurer l’ADN sb avec des paires 
d’amorces qui sont spécifiques pour des locus plus près des séquences répétitives double brin, 
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comme Y’600 (figue 4.2B). Cependant, même après plusieurs mises au point, nous ne sommes 
pas arrivés à éliminer les produits non spécifiques visualisable sur un gel d’agarose coloré avec 
du bromure d’éthidium (données non montrées). En effet, j’obtenais un % de simple brin de 
plus de 20% lorsque la quantification de l’ADN sb se faisait au locus Y’600 pour une souche 
type sauvage exposée à 23°C. De plus, il n’y avait aucune répétabilité entre deux expériences 
où l’échantillon était le même. Nous avons proposé qu’un % simple brin plus petit ou égale à 
5% pour une souche type sauvage incubée à température pièce soit acceptable. Il est probable 
que la quantification de l’ADNg faite par Hoeschst ne nous permet pas d’obtenir la même 
concentration finale obtenue par Booth et Lydall (2011), par exemple une quantité de 10ng/µL 
mesurée avec notre méthode de quantification peut correspondre en réalité à 20ng/µL d’ADNg 
mesuré par Booth et al. (2001). Ainsi, j’ai décidé de suivre la méthode de quantification utilisée 
par Booth et Lydall (2011), afin d’améliorer la qualité de mes analyses. Les auteurs avaient 
quantifié leur ADNg à partir d’un standard nommé Gold standard. L’ADN utilisé pour la 
quantification des extraits en ADN des échantillons se fait par l’ADN servant comme standard 
dans les expériences QAOS. L’ADN standard est quantifié par un spectrophotomètre et des 
dilutions ont été servies pour quantifier les échantillons. J’ai testé cette méthode de 
quantification avec mes échantillons, mais il n’y avait pas eu d’amélioration (données non 
montrées). J’ai également testé différentes quantités totales d’ADN (20ng; 10ng et 5ng) par 
puits avec l’amorce Y’600 en utilisant notre méthode de quantification par Hoeschst. À une 
quantité de 5ng d’ADN par puits, nous avons pu diminuer le % simple brin à moins de 5%, or 
nous avons perdu la différence entre les différentes conditions d’incubation (données non 
montrées). Par ce fait, nous avons décidé d’analyser la résection par des paires d’amorces 
spécifiques pour le prochain locus, Y’5000, qui est en amont du locus Y’600.  
 
 
Dans mes expériences, les valeurs de Cq mesuré par le qPCR est convertie en pourcentage 
d’ADN simple brin (% ADN sb) à l’aide d’une courbe de croissance qui correspond à différent 
pourcentage d’ADN dénaturé et ajusté avec de l’ADN natif. Cq est le cycle de sortie qui 
correspond au moment où l’amplification à partir du produit obtenu dans l’étape 1 de 
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l’expérience de QAOS (figure 4.2A) atteint une phase exponentielle. Suite à la conversion en 
% simple brin, les valeurs obtenues ont été normalisées avec l’ADN total. La quantification de 
l’ADN total a été faite à l’aide du locus PAC2 (figure 4.2B) avec un programme de qPCR 
normal ([1] 5min à 94°C; (2) 15sec à 95°C; (3) 1min à 63°C; (4) répéter les étapes [2] et [3] 40 
fois et une dernière étape pour le Melt Curve). 
 
 
Avant d’arriver à ses conditions optimisées, plusieurs corrections ont été faites dans le protocole 
d’extraction de l’ADN de manière à obtenir une bonne qualité d’ADN génomique et dans le 
mélange réactionnel de façon à obtenir une efficacité entre 95 et 110%. Les différents tests et 
changements faits au cours de cette étude sont décrits dans les prochains paragraphes. 
Finalement, la fin de ce chapitre a été dédié à présenter et discuter les résultats obtenus pour les 
souches cdc13-1 clb3,4,5Δ GAL-CLB5, cdc13-1 clb3,4,5,6Δ GAL-CLB5 et leurs contrôles.    
 
 
La qualité de l’ADN a été le premier point sur lequel j’ai commencé à travailler. J’ai essayé 
plusieurs différents protocoles d’extraction d’ADN afin d’obtenir une bonne efficacité. Parmi 
ses protocoles, j’ai utilisé le protocole d’extraction de l’ADN génomique de levure NIB. Ce 
protocole consiste à extraire, tout d’abord le noyau avec le spermidine et la spermine, qui sont 
dans le tampon NIB. Ensuite, l’ADN génomique (ADNg) est extrait avec un tampon de lyse qui 
contient du Tris-HCl, du NaCl et de l’EDTA. L’ADN est traité avec la RNAse A et la protéinase 
K, afin d’enlever les ARN et les protéines liées sur l’ADN. Techniquement avec ce protocole, 
j’étais supposée d’avoir une bonne qualité d’ADN. Cependant, ceci n’a pas été le cas. J’ai 
observé que l’omission du tampon NIB, qui a été remplacé par le tampon de lyse, dans le 
protocole permettait d’améliorer la qualité des résultats (figure 4.3A-B). Cependant, la quantité 
d’ADNg extrait était beaucoup réduite. Ainsi, d’autres améliorations devaient être apportées à 
cause de la perte de la répétabilité entre les expériences QAOS. Par la suite, j’ai fait quelques 
modifications dans le protocole NIB, afin d’obtenir une bonne qualité et rendement d’ADNg, 
qui sera reflété par un % ADN sb de moins de 5% pour les échantillons incubés à une 
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température permissive, un % ADN sb de moins de 5% pour les contrôles type-sauvage incubé 
à toutes les conditions, une observation de différence statistiquement significative entre une 
incubation à une température permissive et non-permissive pour une souche possédant 
l’allèle cdc13-1, ainsi que des résultats qui ont une répétabilité. Au cours de mes nombreuses 
tentatives, j’ai conclu que la qualité de l’ADNg augmente lorsque le culot d’ADN n’est jamais 
vortexé et/ou resuspendu dans un milieu par pipette ou par vortex. Le traitement par Protéinase 
K a aussi nui à la qualité de l’ADNg. Les résultats obtenus sont présentés à la figure 4.3 (C-D). 
La mise au point du QAOS a été faite avec des souches (WT, cdc13-1, cdc13-1 rad9Δ) qui ont 
été bien caractérisées et ont été fournies par mon directeur de recherche. Les souches ont été 
exposées à trois températures distinctes, 23°C, 32°C et 37°C. On s’attend à ce que le % simple 
Figure 4.3 (A-B) L’effet du tampon NIB et (C-D) du traitement à la Protéinase K sur la 
qualité d’échantillons et la quantification de l’ADN sb par QAOS. Comparaison entre les 
résultats de % simple brin pour le locus Y’600 obtenus suite à l’extraction d’ADN avec le 
protocole d’extraction sans (A) et avec (B) l’omission du tampon NIB et avec (C) ou sans (D) 
traitement à la Protéinase K. Les souches à l’étude qui ont servi à la mise au point du QAOS 
sont les souches WT (MVY10), cdc13-1 (MVY20) et cdc13-1 rad9Δ (MVY15). 
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brin des cellules cdc13-1 exposées à 37°C pendant 4 heures, soit plus élevées ou égales à celui 
à 32°C. De plus, on s’attend à ce que le % simple brin obtenu pour la souche cdc13-1 rad9Δ 
soit plus élevé que le contrôle cdc13-1. Lorsqu’on regarde le % simple brin dans la souche 
contrôle (WT) à 23°C dont l’ADNg a été extrait avec le protocole NIB où le tampon NIB a été 
remplacé avec le tampon de lyse, nous pouvons observer qu’il y a une très grande diminution 
dans le % de simple brin au loci Y’600 lorsque l’ADN n’est pas traité avec la protéinase K 
(figure 4.3C-D). Bien que le niveau de % ADN sb pour la souche WT à 23°C soit toujours élevé, 
néanmoins il y a eu une majeure amélioration. De plus, à des températures restrictives de 32°C 
et 37°C, l’ADN non traité avec la Protéinase K (Figure 4.3D) et extrait avec le protocole NIB 
avec l’omission du tampon NIB présente une meilleure différence dans le % simple brin que 
ceux obtenus avec l’ADN traité avec la Protéinase K (Figure 4.3C). Plusieurs autres 
changements ont été apportés au protocole afin d’améliorer davantage la qualité et le rendement 
de l’ADNg extrait, comme utiliser un tampon de lyse contenant du Triton et SDS et de 
minimiser le nombre de fois que je fais un traitement au phénol/chloroforme. Mes observations 
m’ont suscité à essayer le protocole d’extraction proposé par Dewar et Lydall (2012). En effet, 
plusieurs de mes observations faites lors de la mise au point du protocole d’extraction NIB ont 
été respectés dans ce protocole. Ce protocole m’a permis d’avoir un meilleur rendement, grâce 
à la précipitation de l’ADNg avec l’acétate de sodium. Dans le protocole original de Dewar et 
Lydall (2012), suite à un premier traitement au phénol/chloroforme, un deuxième traitement 
s’en suit dans un tube «Phase lock Gel light». Ce tube permet une meilleure séparation de la 
phase aqueuse de la phase protéique et organique, ainsi de minimiser la contamination et 
d’optimiser la pureté de l’échantillon. Je n’ai pas inclus cette étape dans le protocole 
d’extraction que j’ai utilisé pour extraire mes échantillons. Le protocole décrit dans la 
section 4.1.1 Extraction et purification de l’ADN génomique qui est issu de celui de Dewar et 
Lydall (2012) est une méthode d’extraction simple, qui m’a permis d’obtenir la meilleure qualité 




Lors de la mise au point de la technique QAOS, la seconde épreuve a été de trouver les 
conditions favorables pour obtenir une efficacité d’environ 100% avec un facteur de corrélation 
(R2 ) acceptable pour la courbe standard. Une efficacité de 100% signifie que le produit obtenu 
à l’étape 1 du QAOS (figure 4.2A) a été amplifié une fois après chaque cycle, donc à chaque 
cycle la quantité d’ADN double. Par exemple, une efficacité de 200% signifie que la quantité 
d’ADN, après un cycle, a quadruplé. Une bonne efficacité se situe entre 95 et 110%. La 
figure 4.4 présente les résultats d’efficacité et de R2 obtenus lorsque j’ai utilisé l’ancien mélange 
réactionnel (figure 4.4A) et celui corrigé (figure 4.4B) dans la quantification de l’ADN sb au 
locus Y’600. L’expérience a été faite avec des standards où la quantité d’ADN total par puits 
est de 20ng en suivant la méthode de préparation décrite dans la section 4.1.3 Préparation des 
microplaques à 96 puits. Nous observons dans la figure 4.4C qu’avec l’ancien mélange 
réactionnel (figure 4.4A) l’efficacité est de 155,6%. Initialement, j’ai préparé mes standards en 
diluant de l’ADN dénaturé dans de l’eau stérile, mais on s’est rendu compte, avec mes 
échantillons, que cette méthode ne permettait pas d’obtenir le % de simple brin, mais la 
quantification de l’ADNg. Ceci a été déduit par nos observations qu’il n’existait aucune 
différence entre le % ADN sb obtenu pour la souche cdc13-1 à 23°C et celui à 32°C. Or, selon 
la littérature et les résultats de la technique d’hybridation non dénaturante obtenus dans cette 
étude, nous savions qu’une différence statistiquement significative existe entre ces deux 
conditions dans la souche cdc13-1. Alors, nous avons conclu que nous devons utiliser un 
standard dont l’ADN dénaturé est dilué dans de l’ADN natif, ce qui est aussi la bonne manière 
de faire l’expérience. Dans le papier de Holstein et al. (2012), j’avais observé qu’ils n’utilisaient 
pas de sulfate d’ammonium ((NH4)2SO4) et il n’y avait aucun ajout de chlorure de magnésium 
(MgCl2) dans le mix réactionnel, puisque le MgCl2 était déjà présent dans le tampon. MgCl2 est 
un composé ionique qui permet de fournir le magnésium, qui joue le rôle de cofacteur nécessaire 
pour l’activité de la polymérase. Une concentration élevée en magnésium peut augmenter 
l’activité de la polymérase, ce qui n’est pas favorable dans une expérience de qPCR. Suite à ses 
observations, j’ai décidé de tester si un mélange réactionnel sans (NH4)2SO4 et sans l’ajout 
additionnel de MgCl2 permettait d’obtenir une efficacité d’environ 100%. Suite à ses 
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Figure 4.4 Effet de la correction du mélange réactionnel sur l’efficacité de l’expérience QAOS. 
Comparaison des résultats obtenus pour le locus Y’600 obtenus suite à la correction du mélange 
réactionnel (A) en comparaison avec l’ancien mélange (B) sur l’efficacité avec (C) et sans (D) la 
correction. Les courbes de standard 100% (en rouge), 20% (en bleu), 4% (en vert) d’ADNg dénaturé 
et le contrôle négatif (en noir) obtenus avec (E) et sans (F) la correction du mélange réactionnel en 
utilisant la souche WT (YE46) arrêtée en G1 dans la mise au point du QAOS. 
 
 5,1µL 
Mix réactionnel (8µL/puits) Mix réactionnel corrigé (8µL/puits) 
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L’ajout de 2,5mM MgCl2, sans l’ajout du sulfate d’ammonium à la réaction à un très mauvais 
effet, car l’efficacité augmente dans les 300% et plus (données non montrées). Selon mes 
observations, l’ajout de sulfate d’ammonium permet en quelque sorte de renverser l’effet du 
surplus de MgCl2, mais ne permet pas de rétablir l’activité habituelle de la polymérase. Ainsi le 
MgCl2 fournie dans le tampon est suffisant pour l’activité de la polymérase. Ainsi, aucune mise 
au point additionnelle n’était besoin, car le problème venait d’une erreur de calcul, qui avait 
conduit à l’ajout de sulfate d’ammonium. D’autres erreurs se sont introduites dans le mix 
réactionnel. En effet, la concentration finale d’amorce était en réalité la moitié de celui établi 
par l’équipe de Lydall. Ainsi, cette correction m’a aussi permis d’obtenir une bonne efficacité.  
 
 
Durant mes travaux de maîtrise, j’ai eu l’occasion de tester la technique de QAOS corrigée avec 
les souches GAL-CLB5 contenant des délétions de cyclines de la phase S. La figure 4.5 présente 
le % simple brin mesuré au locus Y’5000 (figure 4.5). Le % simple brin présent au niveau de la 
région sous-télomérique Y’5000 est moindre de 5% dans une souche type sauvage ayant la 
construction GAL-CLB5 exposée à une température ambiante pendant 4 heures. Il est ainsi 
possible de distinguer une augmentation de la quantité du simple brin. Plus haut, il avait été 
mentionné que l’utilisation du fluorophore SYBR Green pouvait conduire à une augmentation 
dans le bruit de fond. Cependant, les résultats obtenus pour le contrôle par l’équipe de Booth et 
Lydall (2001) pendant une incubation de 2 heures sont également inférieurs à 5% et sont 
semblables à mes résultats. Ainsi, dans cette étude, j’ai pu montrer que le SYBR Green permet, 
tout comme la chimie Taqman avec l’amorce probe, d’obtenir une bonne détection et 







Le % simple brin mesuré à Y’5000 permet de confirmer que la résection aux télomères 
déprotégés est rendue jusqu’aux régions sous-télomériques. En effet, dans les souches ayant 
l’allèle cdc13-1, nous observons qu’il existe une différence statistiquement significative entre 
le % simple brin mesuré à une température permissive contre non-permissive (figure 4.5). De 
plus, sauf pour la souche cdc13-1 clb3,4,5,6Δ GAL-CLB5, le % simple brin est semblable entre 
la souche qui surexprime le CLB5 et celle dont la protéine a été complètement dégradée 
(figure 4.5A). Ces résultats signifient que le niveau de la résection est semblable entre cdc13-1 
clb3,4Δ GAL-CLB5 (correspond à la souche cdc13-1 clb3,4,5Δ GAL-CLB5 incubée dans du 
galactose) et cdc13-1 clb3,4,5Δ GAL-CLB5, ainsi suggérant que la délétion d’une troisième 
cycline de la phase S ne permet pas de renverser l’effet de cdc13-1 à une température restrictive. 
Ces résultats concordent aussi avec ceux obtenus par l’hybridation non dénaturante. En effet, 
dans les mutants ayant une triple délétion des cyclines de la phase S, aucune réversibilité de la 
Figure 4.5 Quantification du % simple brin par QAOS. Des cultures asynchrones des 
souches de levures GAL-CLB5 (YE3552 et YE3553), cdc13-1 GAL-CLB5 (MKY9 et 
MKY10), clb3,4,5Δ GAL-CLB5 (YE3665 et YE3666), cdc13-1 clb3,4,5Δ GAL-CLB5 
(YE3665 et YE3666), clb3,4,5,6Δ GAL-CLB5 (MVY622) et cdc13-1 clb3,4,5,6Δ GAL-CLB5 
(YE3644 et MVY627) ont été incubées pendant 4 heures en présence d’un milieu possédant 
du glucose ou du galactose à une température de 23°C ou 32°C. Le % simple brin ont été 
mesuré par qPCR au locus Y’5000. 
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résection n’a été observée. Ce qui est difficile à expliquer est le % simple brin obtenu par une 
souche cdc13-1 clb3,4,5,6Δ GAL-CLB5 à 32°C (figure 4.5). Bien que la souche cdc13-1 
clb3,4,6Δ GAL-CLB5 (correspond à la souche cdc13-1 clb3,4,5,6Δ GAL-CLB5 incubée dans du 
galactose) présente un % simple élevé à 32°C, dans les deux clones testés le niveau de simple 
brin est moindre lorsque le CLB5 est surexprimé (figure 4.5). Une possibilité est que la résection 
qui a conduit à la formation d’une extension simple brin a été reconverti en ADN double brin. 
En effet, dans une étude sur la cinétique de la résection des souches cdc13-1 au locus YER186C 
du chromosome V-R (figure 4.2B), Booth et Lydall (2001) ont observé que le niveau d’ADN 
simple brin des mutants cdc13-1 rad9Δ et cdc13-1 RAD9 avaient augmenté et diminué dans le 
temps. Ainsi, afin de confirmer que la perte de simple brin est due au fait qu’il a été reconverti 




Bien que nous observions des différences statistiquement significatives entre les différentes 
conditions, il faut prendre en considération que ces résultats proviennent de seulement une 
expérience et il faut faire au moins deux autres expériences indépendantes avant de pourvoir 






En conclusion, la technique de QAOS permet de quantifier le simple brin et de suivre la 
résection à l’aide de différentes paires d’amorces qui sont spécifiques pour un locus donné. Bien 
que la technique d’hybridation non dénaturante soit simple et très utilisée, elle ne permet pas de 
démontrer si la résection est rendue au delà des répétitions télomériques dans une souche de 
levure donnée qu’une autre à cause de ses limites. Ainsi, le QAOS pourrait être un outil à 
envisager afin de répondre à cette question. En utilisant la qPCR, comme moyen de 
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quantification, et le SYBR Green, comme moyen de détection, j’ai pu mettre au point le QAOS. 
J’ai également pu démontrer qu’aucun ajout de réactifs, comme le sulfate d’ammonium, n’est 
nécessaire pour le bon fonctionnement de la technique. J’ai également pu démontrer que le 
protocole d’extraction d’ADN génomique de Dewar et Lydall (2012) permet d’obtenir un ADN 
de qualité, essentielle pour obtenir une bonne efficacité. Finalement, cette technique pourra être 
envisagée afin de répondre aux questions dont les limites d’interprétation de la technique 
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Au cours de la dernière décennie, des évidences ont émergé que la kinase Cdc28 dispose d’une 
boîte à outils pour réguler la phosphorylation sélective de ses différents substrats. Les cyclines, 
les sous-unités de la Cdc28 qui activent la kinase, sont des outils clés dans ce sens puisqu’elles 
permettent la kinase de cibler ses substrats de façon différentielle. Les différentes cyclines non 
seulement augmentent graduellement l’activité de la kinase, mais possèdent de sites à fixation 
pour de substrats particulaires pour augmenter l’efficacité de phosphorylation et peuvent 
moduler la spécificité du site actif de la kinase de manière qu’elle reconnait des sites de 
phosphorylation non classiques (Kõivomägi et Loog, 2011). La régulation de la spécificité de 
Cdc28 vers leurs substrats apparemment pourrait avoir une grande importance pour l’exécution 
ordonnée des évènements durant le cycle cellulaire. En support de ce point de vue, plusieurs 
études dans les dernières années ont démontré la phosphorylation sélective de protéines bien 
connue pour leurs rôles dans la progression du cycle cellulaire par un complexe 
spécifique cycline-Cdc28 chez la levure bourgeonnante (Loog et Morgan, 2005 ; Kõivomägi et 
al., 2011 ; Bhaduri et Pryciak, 2011; Ear et al., 2013 ; Li et al., 2014 ; Pope et al., 2014). Ainsi, 
pour l’instant, les études sur la phosphorylation sélective de cibles de la kinase Cdc28 conférée 
par l’appariement avec différentes sous-unités de cyclines suggèrent qu’une telle sélectivité soit 
importante pour la fonction classique de Cdc28 dans la régulation du cycle cellulaire. Par contre, 
si les cyclines modulent de la même manière la spécificité de la kinase lors de l’exécution de 
ses fonctions non classiques, telles que l’altération des voies de réparation d’ADN ou 
l’activation de la DDR, n’a pas été examinée. Ainsi, dans le cadre de mon projet de maîtrise, 
nous avons étudié la spécificité des complexes Clb-Cdc28 au niveau de la résection des 
télomères en utilisant la levure bourgeonnante Saccharomyces cerevisiae comme modèle. 
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Une des fonctions non classiques de la kinase Cdc28 est la formation et la maintenance des 
extensions 3’ aux télomères. Nos études antérieures ont démontré que des complexes Clb-
Cdc28 sont impliqués dans la formation des extensions 3’ et la structure terminale des 
chromosomes, ainsi que la résection non contrôlée lorsque les télomères sont déprotégés 
(Vodenicharov et Wellinger, 2006). Dans la présente étude, nous avons commencé l’analyse 
systématique des délétions des six cyclines de type B pour pouvoir déterminer leur effet sur la 
résection des télomères déprotégés. Deux groupes de mutants, portant des délétions de cyclines 
précoces et de toutes les cyclines de la phase S, combinés avec l’allèle thermosensible cdc13-1, 
qui permet la déprotection des télomères (ou l’allèle de type sauvage CDC13 comme contrôle), 
ont été caractérisés. La déprotection des télomères dans les cellules cdc13-1 à une température 
élevée entraîne la dégradation des télomères accompagnée d’une accumulation de l’ADN sb qui 
induit l’arrêt du cycle cellulaire et la mort cellulaire. À des températures semi-permissives, les 
cellules cdc13-1 sont capables de survivre et se diviser, malgré que leur aptitude de croissance 
soit fortement diminuée. D’abord, nous avons analysé les paramètres de croissance de nos 
mutantes dans le but de déterminer si une ou plusieurs délétions des cyclines pourront rétablir 
la croissance des cellules cdc13-1 à une température semi-permissive. Contrairement aux 
attentes, certaines des doubles délétions et surtout les triples délétions de cyclines de la phase S 
en combinaison avec cdc13-1 ont grandement diminué l’aptitude de croissance des 
cellules cdc13-1. En particulier, les souches contenant les doubles délétions clb5,6Δ 
(figures 3.1B et D), clb3,5Δ ou clb3,6Δ (figure 3.6A et B) manifestent une thermosensibilité 
accrue à une température semi-permissive. L’aptitude de croissance de toutes les triples 
délétions en combinaison avec l’allèle cdc13-1 est encore plus affectée (figure 3.7A et B). Cet 
effet est spécifique pour les souches portant l’allèle cdc13-1, puisqu’il n’était pas observé pour 
les souches contrôles portant seulement les délétions de cyclines. L’aptitude de croissance des 
souches triple-mutant à 28°C est réduite jusqu’à 10 fois en comparaison avec la souche 
contenant la même combinaison de trois délétions de gènes de cyclines, mais ayant l’allèle 
sauvage de CDC13 (figure 3.7B). Ce n’est pas uniquement un effet de l’inactivation de Cdc13 
parce que dans une souche contrôle cdc13-1, exposé à la même température, on observe une 
réduction seulement de 30-40% de l’aptitude de croissance par rapport d’une souche de type 
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sauvage (figure 3.7B). Par contre, la quantification de la résection dans ces souches ne montre 
pas une hausse marquante de l’ADN sb aux télomères, suggérant que cette réduction sévère de 
la croissance ne soit pas causée par une dégradation accrue des télomères (figure 3.7C). Une 
possibilité est que des limitations techniques au niveau de la quantification de l’ADN sb aux 
télomères par l’hybridation non dénaturante, discutée dans la section Résultats, sont à la base 
de ces résultats. D’abord, il serait envisageable de tester, dans ces souches, pour la présence de 
l’ADN sb dans des régions distales par rapport des télomères en utilisant des approches 
permettant la détection d’ADN sb au long des bras des chromosomes, par exemple la technique 
QAOS. Cependant, la différence majeure observée dans la croissance des souches combinant la 
délétion des cyclines avec l’allèle cdc13-1 et celle des contrôles cdc13-1 ne nous laisse pas 
croire vraiment que seule la résection plus profonde en soit responsable. De plus, si une telle 
dégradation excessive s’était passée dans ces cellules, mais, pour de raisons techniques, n’a pas 
été détectée, ceci va vouloir dire que les cyclines de la phase S protègent les télomères contre 
la dégradation, ce qui ne s’accorde pas aisément avec un rôle direct de la Clb-Cdc28 dans la 
résection.   
 
 
Le défaut de croissance des triples mutants pourrait s’expliquer avec une interaction synergique, 
entre la fonction compromise de la protéine Cdc13 et les délétions des cyclines, mais 
indépendante de la résection aux télomères déprotégés. Dans ce scénario, la perte combinée des 
cyclines et la fonction de la protéine Cdc13 pourraient avoir un effet cumulatif fortement 
nuisible sur la réplication d’ADN. Les cyclines précoces de la phase S, Clb5 et Clb6, sont 
connues pour son rôle dans l’initiation de la réplication (Epstein et Cross, 1992 ; Kuhnel et 
Linder, 1993 ; Schwob et Nasmyth, 1993). De plus, la paire de cyclines Clb3/4 semble jouer un 
rôle complémentaire aux cyclines précoces Clb5/6 dans la progression de la réplication d’ADN, 
ainsi que promouvoir la transition S-G2 du cycle cellulaire (Fitch et al., 1992 ; Richardson et 
al., 1992 ; Schwob et Nasmyth, 1993). D’ailleurs, il a était proposé que le complexe CST et la 
protéine Cdc13 joueraient un rôle important pour la réplication des télomères chez différentes 
espèces de levure, y compris S. cerevisiae (Gao et al., 2007 ; Sun J et al., 2009 ; Gelinas et al., 
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2009 ; Paschini et al., 2010). De plus, les homologues des membres du complexe CST chez les 
eucaryotes supérieurs ont été impliqués dans la réplication générale du génome (Dewar et 
Lydall, 2012 et les références là-dedans). Les résultats présentés ici démontrent que la délétion 
des gènes des cyclines S conduit à une réduction supplémentaire de la croissance des 
cellules cdc13-1 qui n’est pas nécessairement liée à l’accumulation plus importante d’ADN sb 
aux télomères (figures 3.1B et D, 3.6A et B, 3.7A, B et C). Sachant que la délétion de multiples 
cyclines affecterait négativement la réplication d’ADN durant la phase S, la croissance réduite 
des cellules peut être expliquée par le ralentissement des fourches de réplication et 
l’accumulation de structures aberrantes qui demandent l’activation des mécanismes de 
réparation d’ADN. Lorsque la fonction de la protéine Cdc13 est compromise partiellement à 
28°C, les télomères deviennent probablement un obstacle encore plus important pour la 
réplication. La difficulté de la fourche réplicative de traverser les régions télomériques a été 
documentée chez différentes espèces de levure (Ivessa et al., 2002 ; Miller et al., 2006). Les 
problèmes de réplication déjà présents dans les mutantes de cyclines sont probablement 
renforcés par l’inactivation partielle de la fonction de Cdc13, ainsi activant la DDR et freinant 
la croissance. Cette hypothèse est soutenue par nos analyses de l’activation de la protéine Rad53 
qui semble plus fortement phosphorylée dans les souches cdc13-1 avec triple délétion de 
cyclines que dans la souche contrôle cdc13-1, et ce, notamment, à température de 28°C, mais 
pas à 23°C (figure 3.8A). 
 
 
Un tel effet négatif additif sur la croissance a été noté également quand mutations d’autres 
protéines faisant partie de la machinerie de réplication étaient combinées à l’inactivation de la 
protéine Cdc13. Par exemple, le complexe Mrc1-Tof1-Psy2 est un complexe qui aide à la 
progression de la fourche de réplication et régule le point de contrôle réplicatif en présence de 
dommages à l’ADN durant la phase S (Alsacabas et al., 2001 ; Osborn et Elledge, 2003 ; Katou 
et al., 2003). De manière similaire aux cellules ayant des délétions de cyclines, la progression 
des cellules en phase S est ralentie dans les mutants mrc1. Le complexe Mrc1-Tof1-Psy2 semble 
supporter la viabilité des cellules ayant de télomères déprotégés puisque la délétion d’un de ses 
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membres conduit à une croissance réduite et à la diminution de la température permissive des 
mutants cdc13-1 (Grandin et Charbonneau, 2007 ; Tsolou et Lydall, 2007). Peut-être, quand les 
protéines de la coiffe ne sont plus en mesure de supporter la machinerie réplicative, des 
structures aberrantes s’accumulent plus rapidement et persistent plus longtemps aux télomères, 
lorsque l’activation de la DDR est aussi défectueuse en absence de Mrc1. Ces effets ressemblent 
à nos observations que la délétion de cyclines importantes pour la réplication de l’ADN a une 
influence négative sur la croissance des cellules lorsque leurs télomères sont partiellement 
décoiffés. Prenant en considération ces données, l’interaction synergique sur la croissance 
observée dans nos expériences n’est pas surprenante, malgré que la cause sous-jacente de cette 
interaction n’ait pas été analysée. Par exemple, nous pourrons envisager qu’une fonction 
abortive de CST lors de la réplication des télomères pourrait aggraver les conséquences du délai 
d’activation des origines de réplication tardives en absence de Clb5 (Donaldson et al., 1998). 
 
 
Par ailleurs, à une température non-permissive de 32°C, toutes les souches contenant 
l’allèle cdc13-1 combiné avec différentes triples délétions de cyclines se comportent comme le 
contrôle cdc13-1, ainsi indiquant que la perte de viabilité due à la dégradation des télomères 
n’est pas supprimée par la délétion de ces cyclines (voir la figure 3.7A et C). De plus, les 
résultats de la quantification d’ADN sb indiquent qu’aucune des triples délétions ne supprime 
l’effet de l’allèle thermosensible sur la résection ni sur l’activation de la DDR tel qu’évalue par 
la présence de formes phosphorylées de Rad53. Par la suite, les analyses se sont poursuivies 
avec la quadruple délétion de toutes les cyclines de la phase S. Pour ce faire, nous avons utilisé 
l’expression conditionnelle du gène CLB5 comme moyen de maintenir la viabilité des cellules, 
puisque la délétion de toutes les quatre cyclines de la phase S est létale (Epstein et Cross, 1992 
; Schwob et Nasmyth, 1993). Lors des expériences préliminaires, un excellent contrôle sur 
l’expression du gène CLB5 a pu être observé (figure 3.10) et les tests d’inhibition de croissance 
ont démonté de façon non ambiguë que les cellules soient dépourvues des cyclines de la phase 
S sous les conditions établies (figure 3.11 et 3.12B). L’évaluation de la résection aux télomères 
montre que le quadruple délétion de toutes les cyclines de la phase S ne suffit pas pour supprimer 
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la dégradation des télomères déprotégés (figure 3.12A). De plus, les analyses préliminaires par 
la technique QAOS aux loci distaux du télomère V-R suggèrent que la dynamique de résection 
n’a pas été affectée en absence de ces quatre cyclines. Ce résultat a été aussi confirmé dans une 
expérience indépendante avec des cellules bloquées en G2/M pour exclure des influences de la 
division ou la réplication sur la résection. Ainsi, le taux de résection était non changé par 
l’absence de l’ensemble de cyclines de la phase S. 
 
 
La découverte que la délétion de quatre sous-unités de cyclines n’affecte pas la résection des 
télomères décoiffés contraste les observations faites auparavant par l’inhibition de l’activité de 
Cdc28. La surexpression de l’inhibiteur Sic1 des complexes Clb-Cdc28 supprime complètement 
la résection aux télomères déprotégés (Vodenicharov et Wellinger, 2006). À la base de nos 
observations antérieures, il a été proposé que l’activité de la kinase Cdc28 en complexe avec les 
cyclines de la phase S (ou S-Cdk1) est nécessaire pour la dégradation du brin C-riche aux 
télomères (Vodenicharov et Wellinger, 2006).  L’approche expérimentale utilisée dans cette 
dernière étude, en fait, ne permettait pas d’évaluer la contribution des complexes individuels de 
cyclines-Cdc28 dans la résection. La réponse des cellules suite à la déprotection des télomères 
a été examinée en fonction d’une inhibition totale de l’activité Clb-Cdc28, puisque la 
protéine Sic1 est une inhibitrice polyvalente des complexes de la Cdc28 avec les cyclines de 
type B (Mendenhall, 1993 ; Schwob et al., 1994 ; Donovan et al., 1994). Les résultats présentés 
ici ne supportent pas la conclusion que la S-Cdc28 est responsable pour la résection aux 
télomères, mais suggèrent plutôt que la kinase Cdc28 collabore avec les cyclines mitotiques 
pour accomplir cette fonction. L’analyse systématique des délétions des cyclines de type B 
réalisée dans cette étude démontre qu’en absence des S cyclines la résection n’a pas été affectée 
dans les cellules en division ou arrêtées en G2/M (figures 3.12 et 3.13), probablement parce que 
les cyclines mitotiques sont toujours disponibles pour activer la Cdc28. En revanche, 
l’expression de la protéine inhibitrice Sic1 dans des cellules arrêtées en G2/M conduit à une 
suppression quasi-complète de la résection (Vodenicharov et Wellinger, 2006). Étant donné 
qu’en G2/M, et en absence d’autres cyclines Clb, les cyclines mitotiques modulent l’activité de 
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Cdc28, nos résultats suggèrent fortement que l’activité de M-Cdc28 est impliquée dans le 
processus de dégradation des télomères déprotégés. 
 
 
CONCLUSION ET PERSPECTIVES 
 
 
Mes travaux de maîtrise ont permis d’éliminer le rôle des cyclines de la phase S dans cette 
résection puisque la délétion de toutes les cyclines de la phase S ne permet pas de renverser 
l’effet de cdc13-1 à une température non-permissive. Prise ensemble, mes résultats suggèrent 




Il serait donc intéressant de confirmer à l’avenir leur rôle dans la résection aux télomères 
déprotégés. Il est à noter qu’au niveau des CDB, dont la résection et la réparation par RH 
dépendent également de Cdc28, l’activité de Cdc28 est suffisant pour supporter la résection 
dans les cellules passées au-delà du point de départ START du cycle cellulaire, mais n’ont pas 
encore initiées la réplication (Ira et al., 2004). Par contre, dans une situation similaire, où les 
cellules sont arrêtées tout au début de la phase S, on n’observe pas de résection aux télomères 
(Vodenicharov et Wellinger, 2006). Il serait d’abord intéressant d’analyser en plus détails le 
mécanisme derrière cette différence pour déterminer pourquoi les cyclines de la phase S ont la 
capacité de supporter la résection aux CDB, mais pas aux télomères déprotégés.  
 
 
Il a été montré que Cdc28 régule des activités nucléases responsables pour l’initiation, ainsi que 
pour la résection profonde aux CDB. Les nucléases activées par phosphorylation doivent, une 
fois que leur mission est accomplie, être désactivées pour limiter la dégradation et l’activation 
persistante de la DDR. Dans ce sens, les mécanismes agissant de manière antagoniste à la 
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fonction activatrice de Cdc28 représentent aussi un sujet intéressant pour de futures études. Un 
tel mécanisme envisageable pourrait se baser sur le rétablissement de l’état initial de l’agent de 
résection par l’action de phosphatases spécifiques. Par contre, il est possible aussi que la DDR 
elle-même exerce une fonction de régulateur négatif sur les activités de résection, tel qu’était 
montre pour l’exonucléase Exo1 (Morin et al., 2008).  
 
 
Finalement, il serait intéressant d’identifier les cibles de Cdc28 dans le processus de résection 
et les cyclines qui collaborent avec la kinase dans la modification et l’activation de ces cibles. 
En perspective, ces études doivent ajouter aux connaissances acquises à ce jour sur la résection 
des télomères déprotégés, mais aussi promettent de dévoiler les particularités des télomères 
natifs versus les modèles des CDB et des néotélomères induits au niveau de reconnaissance et 
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